

















Master of Wood Science and Technology Alexander Feldner 




Prof. Dr. rer. nat. habil. Steffen Fischer 
Prof. Dr. rer. nat. habil. Christoph Neinhuis 




    Fakultät Umweltwissenschaften 
 
 
Erklärung des Promovenden 
 
Die Übereinstimmung dieses Exemplars mit dem Original der Dissertation zum Thema:  
„Entwicklung ramanspektroskopischer Messmethoden zur Untersuchung lignocelluloser 
Pflanzenmaterialien“  
wird hiermit bestätigt.  
 
 

























Walk in silence, 
Don't walk away, in silence. 




Don't walk away. 
 
Walk in silence, 
Don't turn away, in silence. 
Your confusion, 
My illusion, 
Worn like a mask of self-hate, 
Confronts and then dies. 
Don't walk away. 
 
People like you find it easy, 
Naked to see, 
Walking on air. 
Hunting by the rivers, 
Through the streets, 
Every corner abandoned too soon, 
Set down with due care. 
Don't walk away in silence, 
Don't walk away. 
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8 
Landlebende Pflanzen sind spezialisierte Organismen, die zur Aufrechterhaltung physiologi-
scher Stoffwechselvorgänge im Laufe der Evolution differenzierte Gewebetypen ausgebildet 
haben. Als sessile Lebewesen müssen ihre Gewebestrukturen geeignet sein, einerseits das 
Eigengewicht des Vegetationskörpers zu tragen und andererseits äußeren mechanischen Be-
lastungen durch Wind, Wasser, Schnee und Eis passiv standzuhalten.1 
Für aufrechte, selbsttragende Pflanzenachsen stellt die Biegebelastung die hauptsächliche 
Belastungsart dar. Durch Ausbildung von Festigkeitsgeweben erlangen die Pflanzensprosse 
die notwendigen Versteifungen und Stabilitäten. In Abhängigkeit der Wuchsform sind die 
Festigkeitsgewebe dabei zweckmäßig über den Sprossquerschnitt verteilt. Bei den meisten 
Pflanzen existiert zum Widerstand gegen äußerlich einwirkende Biegekräfte ein dünner peri-
pherer Außenbereich, welcher ein flexibles Ausweichen der Achse ermöglicht und ein zentra-
ler dickerer Achsenbereich, der diesen steif widersteht. Im Ergebnis herrscht eine Art kontrol-
lierte Flexibilität im Spross vor. Die Optimallösung hinsichtlich Festigkeitsgewährung bei 
gleichzeitigem massearmen Aufbau stellen hohlzylindrische Strukturen dar, die bei relativ 
niedrigen, krautigen Pflanzen verwirklicht sind. Solche optimierten Hohlstrukturen sind in der 
Natur bei Gras- und Getreidehalmen verwirklicht, die mit Länge/Durchmesser-Verhältnissen 
von bis zu 500:1 beeindruckende architektonische Konstruktionen darstellen.2 
Neben den Hirarchieebenen der Achsen-, Gewebe-, Zell- und Zellwandstrukturen ist der bio-
chemische Aufbau der Zellwand von entscheidender Wichtigkeit für die Festigkeitsgewäh-
rung. Aus chemischer Sicht sind sie heterogene Polymerkomposite, die im Wesentlichen aus 
den auf Zug belastbaren Cellulosefibrillen, den druckaufnehmenden dreidimensionalen Lig-
ninmakromolekülen und als Mittler zwischen beiden Komponenten aus Hemicellulosen auf-
gebaut sind. In Abhängigkeit der gewebespezifischen Funktionen im Spross sind die entspre-
chenden Zellwände der Gewebe nicht nur unterschiedlich hinsichtlich Dimension oder Form 
konzipiert sondern variieren auch in der Zusammensetzung der drei genannten Hauptkompo-
nenten. 3,4 
Zur Darstellung der Gewebeanordnung über Pflanzenquerschnitte eignen sich mikroskopische 
Methoden, wobei die einfachste die Lichtmikroskopie darstellt. Als weitere Mikroskopieme-
thoden werden häufig die Elektronen-, Rasterelektronen- oder Transmissionselektronenmik-
roskopie eingesetzt.5,6,7,8,9,10,11 
                                                          
1 Vgl. Lexikon der Biologie (o.J.), o.S. 
2 Vgl. ebenda 
3 Vgl. ebenda 
4 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 26f 
5 Vgl. Timell (1973), S. 79-91 
6 Vgl. Casperson, Zinßer (1965), S. 49-55 




Bezüglich der Aufklärung der chemischen Komponenten eignen sich spektroskopische Sys-
teme wie die Ultraviolett-, Nahinfrarot-, Infrarot-, Kernspinresonanz- oder Raman-Spektros-
kopie. Durch Kopplung der mikroskopischen mit den spektroskopischen Methoden sind ne-
ben der visuellen Verteilung auch Aussagen hinsichtlich der chemischen Zusammensetzung 
der einzelnen Gewebetypen möglich.12,13,14,15,16,17,18 
Ziel der vorliegenden Arbeit ist es, das Konstruktionsprinzip eines Sprosses des Gemeinen 
Flachs Linum usitassimum mithilfe der Ramanmikroskopie zu analysieren. Dazu werden ra-
manspektroskopische Analysenmethoden erarbeitet, die es erlauben, Komponentenverteilun-
gen über einen eingebetteten Flachsquerschnitt aufzuzeigen. 
Thematisch ist die Arbeit in zwei Hauptteile gegliedert. Im ersten sollen valide Methoden ent-
wickelt werden, die: 
• die Bestimmung des Ordnungszustandes der Cellulose, 
• die Quantifizierung des Lignins und  
• die Quantifizierung der Hemicellulose  
zum Ziel haben. Dazu werden Cellulosen (Bakteriencellulosen, mikrokristalline Cellulosen, 
Eukalyptuszellstoff) verschiedene Modellsubstanzen (Hemicellulosen, Ligninmodellsubstan-
zen) und Pflanzenmaterialien der Laub-/Nadelhölzer, Gräser/Einjahrespflanzen und Nuss-
schalen herangezogen. Für die Kalibrierung finden sowohl nasschemische Aufschlußverfah-
ren als auch weitwinkelröntgendiffraktometrische und kernspinresonanzspektroskopische 
Messverfahren Anwendung. 
Im zweiten Teil der Arbeit werden die erarbeiteten ramanspektroskopischen Analysenverfah-
ren am eingebetteten Flachsquerschnitt eingesetzt. Im Fokus der Untersuchung steht die Be-
stimmung der gewebespezifischen Cellulosekristallinitäten und Ligningehalte sowie die Her-
leitung des flachsspezifschen Konstruktionsprinzips.  
Im Ergebnis der Arbeit soll das Potenzial der Ramanspektroskopie auf dem Gebiet der Pflan-
zenaufklärung aufgezeigt und das Spektrum der Analysenverfahren entsprechend erweitert 
werden. 
                                                                                                                                                                                     
7 Vgl. Okumura, Harada, Saiki (1977), S. 23-32 
8 Vgl. Fengel (1966), S. 245-253 
9 Vgl. Parham, Baird (1974), S. 1-10 
10 Vgl. Timell (1978), S. 1-15 
11 Vgl. Ruel, Barnoud, Goring (1978), S. 287-291 
12 Vgl. Gilardi, Abis, Cass (1995), S. 268-275 
13 Vgl. McCann et al. (1997), S. 729-738 
14 Vgl. Smail et al. (2006), S. 215-221 
15 Vgl. Scott et al. (1969), S. 73-92 
16 Vgl. Fergus et al. (1969), S. 117-138 
17 Vgl. Schrader et al. (1999), S. 201-212 
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II.1 Aufbau der Hölzer und Einjahrespflanzen 
 Anatomische Merkmale und Konstruktionsprinzipien von II.1.1
Pflanzen 
II.1.1.1 Hölzer 
An Holzquerschnitten sind gemäß Abbildung 1 anatomische Merkmale des Holzgewebes wie 
Splint- und Kernholz, sowie Jahresringe mit den entsprechenden Früh- und Spätholz auch 
ohne optische Hilfsmittel erkennbar. Innerhalb einer Vegetationsperiode nehmen die Zell-
durchmesser und -lumina stetig ab, wohingegen die Zellwanddicken zunehmen. Dieser abrup-
te Übergang von Spät- zu Frühholz ist an den daraus resultierenden Jahrringen zu sehen.19 
 
 
Abbildung 1: Anatomische Merkmale der Nadel- und Laubhölzer (Quelle: Fengel, Wegener (1989), S. 7) 
 
Das Holzgewebe selbst besteht aus Zellen, die Funktionen der mechanischen Festigkeit, der 
Wasser-, Nährstoff- und Assimilatleitung sowie der Stoffspeicherung dienen. Bei den Nadel-
hölzern (NH) erfüllen hauptsächlich Tracheidenzellen die genannten Funktionen. Im Gegen-
satz dazu nehmen in Laubhölzern (LH) unterschiedliche Zelltypen wie z.B. Libriformfasern, 
Tracheen oder Fasertracheiden spezifische Aufgaben im Holzkörper wahr.20 
  
                                                          
19 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S.6f 
20 Vgl. ebenda 





Nadelhölzer weisen aufgrund der frühen stammesgeschichtlichen Entwicklung einen verhält-
nismäßig simplen Aufbau aus Tracheiden und Parenchymzellen auf.21  
Mit bis zu 95% stellen die Tracheiden den größten Anteil der Nadelholzgewebe dar22. Trache-
iden sind wasser- oder luftführende tote Zellen, die hauptsächlich axial ausgerichtet, langge-
streckt (3000…5000µm) und schmal, sowie nicht perforiert und gegen gleichartige Struktur-
elemente mit Hoftüpfeln versehen sind.  
Die Tracheiden selbst lassen sich in vier unterschiedliche Zelltypen einteilen. Die Früh-
holztracheiden nehmen die Aufgabe der Nährstoff- und Wasserleitung wahr, während die 
Spätholztracheiden mit ihren breiten Zellwänden der Festigung des Holzgewebes dienen. Die 
Holzstrahltracheiden stellen die, die Holzstrahlen begleitenden, radial verlaufende Zellen dar, 
die gegenüber den Parenchymzellen mit einseitig und den Längstracheiden mit zweiseitig 
behöften Tüpfeln versehen sind und der Wasserleitung dienen. Die Druckholztracheiden sind 
Bestandteil des Druckgewebes. Sie sind rundliche und dickwandige Längstracheiden.  
In transversaler Richtung durchziehen Holzstrahlen das Gewebe, die entweder homozellular 
(ohne Tracheiden) oder heterozellular (mit randständigen und/oder zwischengelagerten 
Tracheiden) aus Holzstrahlparenchym bestehen. Weiterhin existiert im Holzgewebe Längspa-
renchym. Beide Paranchymarten nehmen Stoffspeicherfunktionen wahr.23  
Den Holzkörper durchziehen weiterhin langgestreckte, röhrenförmige mit Epithelzellen aus-
gekleidete Hohlräume, die sogenannten Harzgänge.24 
 
II.1.1.1.2 Laubhölzer 
Bei den Laubhölzern existieren zur Gewährung der Festigkeit und Stabilität des Holzstammes 
die Zellen der Libriformfasern und der Fasertracheiden.25  
Die Libriformfasern sind langgestreckte, zugespitzte, dickwandige und englumige tote Zellen. 
Sie sind luft- oder wasserführend und weisen einfache schrägspaltige Tüpfel oder sehr kleine 
Hoftüpfel auf.  
Die Fasertracheiden unterscheiden sich von den Libriformfasern durch ihre größeren Abmes-
sungen. In der Regel verlaufen sowohl die Libriformfasern als auch die Tracheiden in Stamm-
                                                          
21 Vgl. Wagenführ (2007), S. 8 
22 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S.6f 
23 Vgl. ebenda, S. 21 
24 Vgl. ebenda, S. 22f 
25 Vgl. ebenda, S. 9f 




Insgesamt sind die Dimensionen der, das Grundgewebe bildenden, Laubholzfasern und -
tracheiden kleiner als bei den Nadelhölzern. Sie weisen dickere Zellwände und kleinere Lu-
mina auf, wobei der Unterschied zwischen Früh- und Spätholz nicht so stark ausgeprägt ist 
wie bei Nadelhölzern.  
Die Funktion der Wasserleitung, -speicherung und Durchlüftung obliegt den Gefäßen 
(Tracheen). Hierbei sind zahlreiche axial gerichtete Gefäßglieder, deren Enden offen oder 
perforiert sind, miteinander verschmolzen. Dadurch bilden sich tote, verholzte und lange Röh-
ren aus, die in der Ausdehnung von wenigen Zentimetern bis zu einigen Metern reichen kön-
nen. Die Verteilung dieser Röhren über den Querschnitt erlaubt die Einteilung der Laubhölzer 
in drei Kategorien. Bei den Ringporern (z.B. Eiche, Esche) kommen im Frühholz weitlumige 
Gefäße vor, die im Spätholz lediglich geringe Durchmesser aufweisen27. Es bildet sich ein 
Frühholzporenkreis aus, der ein, zwei oder mehrreihig sein kann28. Die Zerstreutporer (z.B. 
Ahorn, Birke, Buche) zeigen keine bzw. kaum Unterschiede der Gefäße über den gesamten 
Jahresring auf. Eine kontinuierliche Abnahme von im Frühholz weiträumigen zu im Spätholz 
kleinen Durchmessern ist bei den Halbringporern (z.B. Walnuss) zu beobachten.29 
Als weitere Bestandteile der Laubhölzer sind die Parenchymzellen, die kurze kompakte Zel-
len mit dicken Enden darstellen, zu nennen. Insgesamt kommen in Laubhölzern mehr Pa-
renchymzellen als in Nadelhölzer vor. Sie sind in den Holzstrahlen verortet und bilden dar-
über hinaus im Holzkörper Längsparenchymzellen.30  
Ähnlich den Nadelhölzern durchziehen Harzgänge das Holzgewebe der Laubhölzer, das eben-
falls von Epithelzellen ausgekleidet ist31. 
 
II.1.1.2 Gräser als Vertreter der Einjahrespflanzen 
Der Aufbau der Gräser unterscheidet sich von dem der Hölzer zum Teil erheblich. Insgesamt 
sind alle Gräser aus vier Struktureinheiten aufgebaut.  
Das Innere des Grassprosses besteht aus dünnwandigen Parenchymzellen, die zum Mittel-
punkt hin einen zentralen Hohlraum - das Lumen - bilden können. In das Grundgewebe der 
Parenchymzellen sind vaskuläre Bündel, bestehend aus Xylem- und Phloemzellen, eingela-
                                                          
26 Vgl. Wagenführ (2007), S. 29f 
27 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S.9f 
28 Vgl. ebenda, S. 22f 
29 Vgl. ebenda, S. 9f 
30 Vgl. ebenda, S. 11f 
31 Vgl. Wagenführ (2007), S. 29f 




gert. Das Xylemgewebe fungiert dabei als Zugfestigkeits- und Druckgewebe und übernimmt 
Funktionen der Wasser- und Nährstoffleitung. Bei den Phloemzellen handelt es sich um 
dünnwandig und nicht lignifizierte Siebröhren mit Begleitzellen, die für den Transport der 
Photosyntheseprodukte zuständig sind. Das Cortex-Gewebe setzt sich aus Parenchym- und 
Kollenchymzellen zusammen. Nach außen hin wird der Grasspross durch eine dichtgepackte 
Epidermisschicht abgeschlossen. Typisch für Gräser ist die, in Abbildung 2 dargestellte, Un-
terteilung des Sprosses in transversale Noden und Internoden. Die Internoden sind hierbei in 
der Regel von einer Blattscheide umgeben.32 
 
 
Abbildung 2: Konstruktionsprinzip eines Grassprosses (Quelle: Leithead et al. (2015), o.S.) 
 
Als ein Vertreter der Einjahrespflanzen ist in Abbildung 3 der schematische Querschnitt eines 
Flachssprosses dargestellt. Nach außen hin wird der Flachsspross durch das Epidermisgewe-
be, welches mit einer Wachsschicht überzogen ist, abgeschlossen. Direkt unter der Epidermis-
schicht liegt das chlorophyllhaltige Rindengewebe, in dem Baststfasern mit 20 bis 50 Bast-
bündeln in einer weichen pektinhaltigen Matrix ringförmig angeordnet sind. Die Bastbündel 
bestehen aus 10 bis 30 cellulosereichen, stark verdickten Sklerenchymfasern und sind der 
Form nach vielkantige in die Länge gezogene Prismen. Die Bastbündel bilden einen geschlos-
senen Sklerenchymring und weisen dementsprechend ein hohes Torsionsträgheitsmoment auf. 
Ferner liegen die Sklerenchymfasern nahe des Faserrandes, so dass sie bei Biegebeanspru-
                                                          
32 Vgl. Xu in: Sun (2010), S. 9f 
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chung des Stängels im Spannungsmaximum liegen und somit eine hohe Biegebelastbarkeit 
des Sprosses gewährleisten. Als eine sehr dünne Gewebeschicht stellt das Kambium den Ab-
schluss des Rindengewebes dar. Nach innen hin schließt sich der Holzzylinder an. Er nimmt 
den größten Anteil der Pflanzensubstanz des Flachsprosses ein und fungiert als Leitgewebe, 
welches aus Xylemzellen besteht, die dickwandig und verholzt sind. Im Sprossmittelpunkt 
befindet sich das parenchymatische Mark, das zumeist spärlich entwickelt ist und im fortge-
schrittenen Entwicklungsstadium eine Markröhre/Lumen ausbildet.33,34 
 
 
Abbildung 3: Querschnitt des Flachssprosses mit den spezifischen Gewebearten (Quelle: Herzog (1930) in: 






                                                          
33 Vgl. Wagenführ et al. (2012), S. 6f 
34 Vgl. Dambroth, Seehuber (1988), S. 17-20 




 Ultrastruktur der Zellwände II.1.2
Die Struktur der Faserwände von Hölzern und Einjahrespflanzen bestimmt entscheidend de-
ren chemische, mechanische und physikalische Eigenschaften. Die Faserwände setzen sich 
aus unterschiedlichen Strukturelementen zusammen, welche wiederum in chemischer Zu-
sammensetzung und Orientierung differieren. Prinzipiell wird in strukturgebende Cellulo-
seeinheiten und substrukturelle Lignin- und Hemicellulosekomponenten unterschieden. Nach 
Entfernung substruktureller Bestandteile liegen Texturen der Celluloseelemente vor, die als 
Fibrillen bezeichnet werden.35 
 
 
Abbildung 4: Modell der Zellwandstruktur der Nadelholztracheiden und Laubholzlibriformfasern (Quelle: Fen-
gel, Wegener (1989), S. 15) 
 
In Abbildung 4 sind die Struktureinheiten der Zellwand dargestellt. Die vier unterschiedlichen 
Schichten repräsentieren die Primärwand (P), Sekundärwand 1 (S1), Sekundärwand 2 (S2) 
und Tertiärwand (T) mit zum Teil vorkommenden Warzen (W). Zwischen den Einzelzellen 
befindet sich die Mittellamelle (ML), die die Zellen miteinander „verkittet“ und damit das 
Zellgewebe formt. Sie ist in der Regel frei von Cellulose und besteht zum Großteil aus Lignin. 
Die Primärschicht schließt die Zelle nach außen hin ab. Sie ist dünn (0,1…0,2µm) und aus 
sich kreuzenden Zellfibrillen zusammengesetzt, die ein unstrukturiertes Mikrofibrillennetz-
werk ausbilden. An die Primärwand schließt sich die S1-Schicht an. Es liegen Lamellen aus 
parallel angeordneten Fibrillen vor, die gegenläufige Helices ausbilden. Insgesamt ist die S1-
                                                          
35 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S. 14f 
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Wand als ein hochgeordnetes Fibrillennetzwerk zu verstehen, dessen Mikrofibrillenwinkel 
(MFW) zwischen 50 und 75° liegen. Zum Zellwandinneren hin grenzt die S1-Schicht an die 
dickste Schicht - die S2-Wand - an. Bei Spätholztracheiden der Nadelhölzer und Libriformfa-
sern von Laubhölzern besteht bis zu 90% der Zellwand aus dieser Schicht. Die Fibrillen ver-
laufen in einem einheitlichen Winkel von MFW = 10…30° und bilden ein hochgeordnetes 
Netzwerk aus.  
In Parenchymzellen kommt neben der S1- und S2-Schicht eine S3-Wand vor, welche wiede-
rum ein hochgeordnetes Fibrillnetzwerk darstellt, dessen Mikrofibrillenwinkel zwischen 60 
und 90° liegen. Bei den Monokotyledonen (z.B. Bambus) können darüber hinaus weitere S-
Schichten auftreten.  
Als letzte Schicht stellt die Tertiärschicht den inneren Zellwandabschluss dar, dessen Fibrillen 
nicht streng parallel vorliegen. Die T-Wand weist die höchste Konzentration nichtstruktureller 
Substanzen auf, was der Lumenoberfläche ein mehr oder weniger einheitliches Erscheinungs-
bild verleiht. Unter Umständen sind die Tertiärwände der Tracheiden (z.B. Kiefer), sowie 
Libriformfasern und Gefäße (z.B. Buche) mit Warzen bedeckt.36,37 
 
  
                                                          
36 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S. 14f 
37 Vgl. Xu in: Sun (2010), S. 10ff 




 Chemische Zusammensetzung der Zellwand II.1.3
Pflanzengewebe können hinsichtlich der Zusammensetzung ihrer chemischen Komponenten 
als Mehrkomponentensysteme verstanden werden, die makro- und niedermolekulare Substan-
zen enthalten. Am Beispiel der Schwarzfichte in Abbildung 5 wird ersichtlich, dass die mak-
romolekularen Substanzen, zu denen die Cellulose, Hemicellulose sowie das Lignin mit spezi-
fischen Massenanteilen von 51,1%, 15,2% bzw. 27,3% zählen, dominant in pflanzlichen 
Zellwandkomponenten vorkommen. Die Anteile der niedermolekularen Substanzen zeigen im 
Gegensatz dazu mit 0,2% für Asche bzw. 2,6% für Extraktstoffe38 vergleichsweise geringe 
Mengen auf.39 
Im Rahmen der vorliegenden Dissertation werden ausschließlich die Hauptkomponenten der 




Abbildung 5: Massenanteile der makromolekularen Substanzen (Cellulose, Hemicellulose, Lignin) und nieder-
molekularen Substanzen (Extraktstoffe, Asche) der Schwarzfichte (Picea mariana) (Quelle: Clermont, Schwartz 




                                                          
38 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 56: Angegeben als Ethanol/Benzen-Extrakt. 
39 Vgl. ebenda, S. 26ff 




Cellulose gilt als das wichtigste natürliche Biopolymer und kommt in allen Pflanzen von 
hochentwickelten Bäumen bis zu primitiven Organismen wie z.B. Bakterien oder Algen vor. 
Aufgrund seiner besonderen Struktur ist es in der Lage in Pflanzen zugfeste Gewebestruktu-
ren aufzubauen40. Die gesamte Cellulose-Biomasse im Pflanzenreich wird auf über 26,5*1010t 
geschätzt41.  
 
II.1.3.1.1 Molekulare Struktur der Cellulose 
Der Grundbaustein der Cellulose ist die D-Glucose, die struktur- und stereochemisch gleich-
artig β-14-verknüpft ist und geradlinige Celluloseketten bildet. Aufgrund der β-
glycosidischen Bindungen sind die Glucoseeinheiten dabei um 180° gegeneinander verdreht, 
so dass als Grundeinheit der Cellulose im eigentlichen Sinne die Cellobiosebeinheit, beste-
hend aus zwei Glucosemolekülen, gemeint ist42,43. In Abhängigkeit der Spezies variieren die 
Anzahl der Anhydroglucoseeinheiten (AGE bzw. englisch AGU), angegeben als durchschnitt-
licher Polymersiationsgrad (DP), z.T. beträchtlich und reichen von ca. 2500 für Schachtel-
halme bis auf über 10000 für Baumwolle.44 
 
 
Abbildung 6: Konstitution und Konformation der Cellulosekette (Quelle: Fischer (2004), S. 29) 
 
In der Molekülkette zeigen abwechselnd die C(6)H2OH-Gruppen der aufeinander folgenden 
AGE nach oben und danach nach unten (vgl. Abbildung 6), so dass entlang des Moleküls die 
Symmetrie einer zweizähligen Spiegelachse herrscht. Die Pyranoseringe weisen zum über-
                                                          
40 Vgl. Gruber (2011a), S. 1 
41 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S. 66 
42 Vgl. Haworth (1928), S. 542-548 
43 Vgl. Gruber (2011a),S. 1ff 
44 Vgl. Hessler, Merola, Berkley (1948), S. 630ff 




wiegenden Teil die stabile (4)C(1)-Sessenkonformation auf45,46. Dies hat zur Folge, dass die 
Cellulosekette als ein schwach gewelltes Band vorliegt, welches durch Wasserstoffbrücken-
bindungen zwischen den Hydroxylgruppen stabilisiert wird.47 Jede AGE besitzt eine primäre 
OH-Gruppe am C(6)-Atom und zwei sekundäre in C(2)- und C(3)-Position48,49. Die OH-
Gruppen an beiden Enden (C(1)- bzw. C(4)-Position) zeigen unterschiedliche Eigenschaften 
auf. Die Hydroxylgruppe an C(1)-Position kann durch Umlagerung als Aldehydgruppe vorlie-
gen und somit einen reduzierenden Charakter aufweisen. Im Gegensatz dazu besitzt die, aus-
schließlich als Alkohol vorkommende, C(4)H-OH-Gruppe keine reduzierenden Eigenschaf-
ten.50 
 
II.1.3.1.2 Supramolekulare Struktur der Cellulose 
Die OH-Gruppen (C(2)-, C(3)- und C(6)-Position) der einzelnen Anhydroglucoseeinheiten lie-
gen in Äquatorialebene vor, so dass zwischen diesen ein hohes Potenzial ein gegenseitigen 
Wechselwirkungen besteht. Die makromolekularen Ketten können so teilweise kristallisieren 
und höhere Einheiten bilden, wobei der laterale Zusammenhalt über Wasserstoffbrückenbin-
dungen erfolgt51.  
 
 
Abbildung 7: Wasserstoffbrücken der nativen Cellulose-I (Quelle: Kroon-Batenburg et al. (1986) in: Fischer 
(2004), S. 30) 
 
                                                          
45 Vgl. Chu, Jeffrey (1968), S. 830ff 
46 Vgl. Fengel Wegener (1987), S. 68 
47 Vgl. Haworth (1928), S. 542-548 
48 Vgl. Irvine, Hirst (1923), S. 519-523 
49 Vgl. Freudenberg, Braun (1928), S. 288ff 
50 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S. 68 
51 Vgl. Schurz (1980), S. 16 
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Aus Abbildung 7 geht hervor, wie die Wasserstoffbrückenbindungen zur Ausbildung geord-
neter Cellulosestrukturen führen. Dabei tragen die intermolekularen Bindungen zwischen 
C(3)H-OH und O(5)52 und C(6)H2-OH und C(2)H-OH53 zur Steifigkeit der Cellulosekette bei, 
wohingegen die intermolekularen Wasserstoffbrückenbindungen zwischen C(6)H2-OH und 
C(2)H-OH54 die einzelnen Celluloseketten in der Fläche parallel zueinander zu Bändern bzw. 
Lamellen zusammenlagern55. Die C(6)H2-OH-Gruppe ist zur Rotation befähigt56 und in der 
Lage, einzelne Bänder zu dreidimensionalen Formationen gemäß Abbildung 8 zu aggregieren 
und hochgeordnete (supramolekulare) Strukturelemente zu bilden. Diese weisen die Form 
langgestreckter, flacher Blöcke auf und sind hochkristallin.57 
 
Abbildung 8: Durch Wasserstoffbrücken induzierte Ausbildung von dreidimensionalen Strukturen (In Anlehnung 
an: Gruber (2012a), S.4) 
 
Aus den Cellulosekristalliten ragen einzelne - fransengleiche - Celluloseketten (vgl. Abbil-
dung 9) und verknüpfen diese miteinander, so dass differenzierte Strukturhierarchien gebildet 
werden, die zur Ausbildung der Fibrillenstrukturen in der Zellwand führen. Neben den geord-
                                                          
52 Vgl. Marchessault, Liang (1960), S. 78-82 
53 Vgl. Blackwell et al. (1977), S. 42 in: Fischer (2004), S. 30 
54 Vgl. Kroon-Batenburg, Kroon, Northolt (1986), S 290ff in: Fischer (2004), S. 30 
55 Vgl. Gruber (2011a), S. 4 
56 Vgl. Fengel, Wegener (1987), S. 85 
57 Vgl. Gruber (2011a), S. 4 




neten Cellulosekristalliten existieren damit ungeordnete (amorphe) Bereiche, so dass die Cel-
lulose mit dem anerkannten Zweiphasenmodell58 beschreibbar ist. In Abbildung 10 sind die 
jeweiligen Strukturhierarchien von der Pflanzenfaser  über die Makro- und Mikrifibrillen 
(Durchmesser d = 60…400nm59 bzw. d = 10…95nm60) zu den Elementarfibrillen (d = 
2…4nm61) der Fransenkristallite hin zu den kleinsten Struktureinheiten - der Elementarzelle - 
bis zur Cellobioseeinheit dargestellt.  
 
 
Abbildung 9: Modell der Fransenkristallite mit kristallinen und umrandeten amorphen Celluloseanteilen (In 
Anlehnung an Hearle (1963) in: Gruber (2012a), S.5) 
 
 
Abbildung 10: Elemente der Cellulose-Strukturhierarchie (Quelle: Berthold (1996) in: Gruber (2012a), S. 5) 
                                                          
58 Vgl. Fink, Fanter, Phillip (1985), S. 1ff 
59 Vgl. Schurz (1980), S. 15 
60 Vgl. Fink, Hofmann, Purz (1990), S. 135 
61 Vgl. Krässig (1993), S.15 
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II.1.3.1.3 Polymorphie der Cellulose 
Durch thermische und/oder chemische Behandlung der nativen Cellulose I kann die Gitter-
modifikation so verändert werden, dass weitere Polymorphformen gemäß Abbildung 11 ent-
stehen. Als wichtigste Modifikationsarten sind dabei neben der nativen Cellulose I die Na-
Cellulose I und Cellulose II zu nennen.62 
 
 
Abbildung 11: Transformation der Cellulose in deren unterschiedliche Gittermodifikationen (Quelle: Fengel, 
Wegener (1989), S. 87) 
 
Zur Untersuchung der verschiedenen Celluloseformen eignet sich im Besonderen die Weit-
winkelröntgendiffraktometrie. In Abbildung 12 sind die Diffraktogramme der Cellulosefor-
men dargestellt. Aus den spezifischen Reflexen lassen sich u.a. deren Gitterkonstanten herlei-
ten.  
   
Abbildung 12: Weitwinkelröntgendiffraktogramme der unterschiedlichen Cellulosemodifikation (Quelle: Isogai 
et al. (1989), S. 3169  
                                                          
62 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 86f 




II.1.3.1.3.1 Native Cellulose I 
Bei der Beschreibung der Cellulose-I-Elementarzelle hat sich das Modell nach Meyer und 
Misch63 (vgl. Abbildung 13) etabliert, das diese als eine monokline Zelle mit den Gitterkon-
stanten a = 0,82nm, b = 1,03nm, c = 0,79nm, α = β = 90°, γ = 96,4° beschreibt. Dabei liegen 
die Cellobiosesegmente antiparallel zueinander vor. 
Die derzeitige Celluloseforschung zweifelt dieses Modell an und geht vielmehr davon aus, 
dass die Celluloseketten der Cellulose-I-Modifikation in paralleler Anordnung in den Kristal-
liten vorliegen.64  
 
 
Abbildung 13: Monokline Elementarzelle von Cellulose I (Quelle: Meyer, Misch (1937), S. 237) 
 
II.1.3.1.3.2 Cellulose II (Regeneratcellulose) 
Die Kristallstruktur der, durch Mercerisierung oder Lösen und Regenerieren aus Cellulose I 
gewonnenen, Cellulose II-Modifikation ist eine monokline Elementarzelle der Raumgruppe 
P21, deren Celluloseketten antiparallel zueinander angeordnet sind. In der Cellulose II sind als 





                                                          
63 Vgl. Meyer, Misch (1937), S. 237 
64 Vgl. Fischer (2004), S. 34 
65 Vgl. ebenda, S. 34 




Lignine stellen phenolische, heterogene Makropolymerstrukturen dar, die in Pflanzen vor-
kommen66. Zu finden sind sie in Pflanzengeweben höherer Pflanzenspezies; primitivere Or-
ganismen wie Algen oder Bakterien sind hingegen nicht bzw. kaum lignifiziert67. 
Lignine fungieren als eine Art Zementsubstanz, die Pflanzenzellen miteinander verknüpfen 
und die Zellwände u.a. der Xylemgewebe verhärten. Sie dienen als Kittmaterialen zwischen 
einzelnen Zellen, tragen zur Druckfestigkeit der Gewebe bei, schützen die Zellwandmateria-
len vor Eindringen von Wasser, gelten ferner als Schutz vor UV-Licht und wirken mechani-
schen Beschädigungen sowie dem Eindringen von Schädlingen entgegen.68 
Verortet sind sie in Pflanzenzellwänden zwischen den interzellularen Mikrofibrillen, in den 
Primär- und Sekundärwänden, sowie in den Mittellamellen (vgl. Abbildung 14)69. Die Ligni-
neinlagerung in Zellwandstrukturen stellt den letzten Schritt der Zellwanddifferenzierung dar 
und beginnt nach Abschluss des Zellenlängenwachstums und vor Beginn des Dickenwachs-
tums der S1-Schicht zunächst in den Zellwandecken. Der Prozess der Lignifizierung der 
Zellwand wird als ein permanent andauernder verstanden, der während der Differenzierung 
der S1- und S2-Wand bis zur Ausbildung der Tertiärschicht andauert.70  
 
 
Abbildung 14: Mittels UV-Messung bestimmte Ligninverteilung einer Frühholztracheidenzellwand von Kiefer 
(Quelle: Fergus et al. (1969), S. 119)  
                                                          
66 Vgl. Whetten, McKay, Sederoff (1998), S. 586 
67 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 132-135 
68 Vgl. Gruber (2011b), S. 1 
69 Vgl. Higuchi (1990), S. 23f 
70 Vgl. ebenda, S. 139f 




II.1.3.2.1 Hauptkomponenten natürlicher Lignine 
II.1.3.2.1.1 Synthese der Ligninstrukturen 
Aus traditioneller Sicht sind alle pflanzlichen Ligninstrukturen Kondensationsprodukte der 
drei, in Abbildung 15 abgebildeten, Monolignol-Präkursoren p-Cumaryl- (HAk), Coniferyl- 
(CAk) und Sinapylalkohol (SAk)71. Als Grundgerüst der Monolignole fungiert das Isopropyl-
benzen, das sowohl am Aromaten in para-Stellung (C4-Position) als auch am Cγ der Isopro-
pylseitenkette hydroxyliert ist. Die drei Grundeinheiten unterscheiden sich im Vorhanden- 
bzw. Nichtvorhandensein von Methoxylgruppen in meso-Stellung (C3- und C5-Position). 
 
 
Abbildung 15: Die drei Monolignole p-Cumarylalkohol (HAk), Coniferylalkohol (CAk), Sinapylalkohol (SAk) 
mit deren Aromatenbezeichnungen als p-Hydroxypenyl- (H), Guaiacyl- (G) und Synapyleinheiten (S) (In Anleh-
nung an Fengel, Wegener (1989), S. 134) 
 
Aus den, in Abbildung 15 dargestellten, Monolignolen erfolgt der Aufbau der Ligninmakro-
moleküle durch enzymgesteuerte dehydrogenative Polymerisationsreaktionen. Am Beispiel 
des Monolignols Coniferylalkohol ist in Abbildung 16 das Schema der Monolignolverknüp-
fung skizziert. In Anwesenheit von Peroxidasen und Wasserstoffperoxid72,73,74,75,76 erfolgt im 
ersten Schritt der Ligninsynthese eine Ein-Elektronen-Dehydrierung der Hydroxylgruppe des 
Guajacylalkohols, was zu mesomeriestabilisierten Phenoxyradikalen (I, II, III, IV) führt77. 
Durch Polymerisation zweier Radikale erfolgt der Aufbau unterschiedlicher Dilignole78,79 mit 
verschiedenen Bindungsmöglichkeiten, von denen fünf in Abbildung 16 dargestellt sind.  
                                                          
71 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 132-135 
72 Vgl. Mäder (1976), S. 12ff 
73 Vgl .Tanahashi, Higuchi (1981), S. 30-39 
74 Vgl. Higuchi, Ito (1958), S. 576ff 
75 Vgl. Higuchi (1985), S. 148ff 
76 Vgl. Harkin, Obst (1973), S. 296f 
77 Vgl. Freudenberg, Neish (1968), S. 85f 
78 Vgl. Freudenberg, Kraft, Heimberger (1951), S. 472ff 
79 Vgl. Freudenberg, Neish (1968), S. 86-90 




Abbildung 16: Coniferylalkohol bzw. Guaiacylalkohol (G), deren Phenoxyradikale (I, II, III, IV) sowie mögli-
che, durch Radikalkopplung induzierte, Dilignole (1, 2, 3, 4, 5) (In Anlehnung an Freudenberg, Neish (1968), S. 
85-90) 
 
Die vorgestellten Dilignole werden als Vorstufen der Ligninbiosynthese angesehen. Durch 
weitere Radikalkopplungen bilden sich über Tri-, Tetra-, Pentalignole etc. immer höhere Lig-
nolstrukturen aus. Mit fortschreitendem Polymerisierungsgrad werden komplexe pflanzenspe-
zifische Ligninmakromoleküle aufgebaut (siehe Abbildung 17), die stark verzweigt und nicht 
uniform sind und darüber hinaus eine Vielzahl unterschiedlicher intramolekularer Bindungen 
aufweisen80,81. Die Ausbildung der unterschiedlichen Verknüpfungsarten der Monolignole 
untereinander führt zum Verlust der Doppelbindungen zwischen Cα und Cβ, so dass infolge 
dessen als Grundgerüst pflanzlicher Lignine gemäß Abbildung 17 die Phenylpropan-Einheit 
C9 gilt82.  
                                                          
80 Vgl. Freudenberg (1965), S. 596-600 
81 Vgl.Fengel, Wegener (1989), S. 136-139 
82 Vgl. Freudenberg, Meister, Flickinger (1937), S. 500 







Abbildung 17: Strukturmodell eines aus 16 Untereinheiten/Monolignolen (p-Hydroxyphenyl- (H), Guaiacyl- 




II.1 Aufbau der Hölzer und Einjahrespflanzen  
  
29 
II.1.3.2.1.2 Heterogenität der Lignine 
Beim Aufbau der Ligninmakromoleküle werden, bedingt durch die unterschiedlichen Kopp-
lungsmöglichkeiten der Monolignole untereinander (siehe Abbildung 16) sowie der Variation 
der Anteile der p-Hydroxyphenyl- (H), Guaiacyl- (G) und Syringyleinheiten (S), stark variie-
rende pflanzenspezifische Strukturen aufgebaut.  
Eine taxonomische Einordnung der Pflanzenlignine gelingt bezüglich der Monomerzusam-
mensetzungen. Aufgrund der in Nadelhölzern prädominant vorkommenden Guajacyl-Einhei-
ten stellen diese typische „G-Lignine“ dar. Da sie nur geringe Anteile an H- und S-Einheiten 
aufweisen, werden sie als annähernd uniform angesehen83,84. Im, von Adler vorgeschlagenen, 
Strukturmodell der Fichte in Abbildung 17 beträgt beispielsweise das Monomerverhältnis 
G:S:H = 14:1:185, von Erickson et al. wird für Picea abies ein Verhältnis von G:S:H = 94:1:5 
angegeben86. Eine Besonderheit stellt das Reaktions- bzw. Kompressionsholz dar. In ihm lie-
gen erhöhte H-Anteile vor, so dass dieses als „GH-Lignin“ klassifiziert ist87,88,89.  
In Ligninen der Laubhölzer kommen neben Guaiacyl- signifikante Mengen von Syringylein-
heiten vor, was zur Folge hat, dass hohe Monomer-Variabilitäten in diesen Gehölzen vor-
kommen90. Zusammengefasst sind die Laubhölzer in der Gruppe der „GS-Lignine“. Graslig-




                                                          
83 Vgl. Sarkanen et al. (1967), S. 572-575 
84 Vgl. Erickson, Miksche (1974), S. 2295-2299 
85 Vgl. Adler (1977), S. 204 
86 Vgl. Erickson, Larsson, Miksche (1973a) S. 906ff 
87 Vgl. Sarkanen, Hergert (1971), S. 59f 
88 Vgl. Erickson, Larsson, Miksche (1973b), S. 1673-1676 
89 Vgl. Timell (1982), S. 90-96 
90 Vgl. Nimz (1974), S. 317 
91 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 149 




II.1.3.2.2 Wichtige Minorkomponenten in Ligninstrukturen 
Neben dem klassischen Modell der Ligninbiosynthese, basierend auf den Monolignolen HAk, 
CAk, SAk, sind in natürlichen Ligninen geringe Anteile von in erster Linie p-Hydroxyzimt-
aldehyden und/oder -säuren eingelagert, die als Minorkomponenten bezeichnet sind. 
II.1.3.2.2.1 p-Hydroxyzimtaldehyde 
Zu den Vertretern der Minorkomponenten zählen die Zimtaldehyde, die als Vorstufen der 
Monolignole gelten. Zimtaldehyde lassen sich in allen natürlichen Pflanzenligninen nachwei-
sen, insbesondere bei Pflanzenmutanten, deren CAD-Enzymaktivitäten heruntergesetzt sind. 
Bereits 1948 berichten Adler und Ellmer von Coniferylaldehydgruppen im Holz92. Sie zeigten 
auf, dass ausschließlich die Carbonylgruppen der Zimtaldehyde zu Farbreaktionen mit salz-
saurem Phloroglucinol befähigt sind. Zu ähnlichen Ergebnissen kommen Pomar et al., die an 
Pflanzengeweben von Zinnia elegans, Capsicum anuum, Populus alba und Pinus halepensis 
gleichsam die Hydroxyzimtaldehydendgruppen als exklusive Reaktionpartner für HCl-
Phloroglucinol beschreiben93. Weiterhin zeigen kolorimetrische Untersuchungen CAD-
reduzierter Lignine von Mais und Sorghum im Vergleich zu deren normalen Wildformen er-
höhte Aldehydgehalte auf, was sich in intensiveren Rot-Pink-Reaktionen mit Wiesner-
Reagenz äußert94,95,96. Erforschungen transgener antisense-CAD-Tabak-, Mais- und Pinien-
pflanzen zeigen ferner typische Rotbraun-Verfärbungen der Pflanzengewebe auf, die auf ver-
stärkte Zimtaldehydeinlagerungen in die Lignine zurückzuführen sind97,98,99.  
Das Vorhandensein von Aldehyden in Pflanzenligninen ist auf die Gleichgewichtsreaktion im 
letzten Schritt der Monolignol-Biosynthese zurückzuführen (vgl. Abbildung 18). Sind bei 
dieser Reaktion entweder die CAD-Enzymmengen reduziert oder werden die gebildeten Al-
kohole (B) nicht durch Transportvorgänge abgeführt, so verschiebt sich das Gleichgewicht 
auf Seite der Edukte. Dies bewirkt, dass stets eine gewisse Menge an Zimtaldehyden (A) im 
System vorhanden ist, die in bereits vorhandene Ligninmakromoleküle eingebaut werden 
können100. Mittels kernspinresonanzspektroskopischer Methoden und Thioacidolyseauf-
schlussreaktionen wiesen Kim et al. am Beispiel transgener Tabakpflanzen nach, dass unter-
                                                          
92 Vgl. Adler, Ellmer (1948), S. 839 
93 Vgl. Pomar, Merino, Ros Barceló (2002), S. 24 
94 Vgl. Bucholtz et al. (1980), S. 1240f 
95 Vgl. Provan, Scobbie, Chesson (1997), S. 137 
96 Vgl. Halpin et al. (1998), S.547 
97 Vgl. ebenda, S. 545 
98 Vgl. Ralph et al. (1997), S. 236 
99 Vgl. Higuchi et al. (1994), S. 155 
100 Vgl. Gómez-Ros et al. (2007), S. 168 
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schiedliche Einlagerungsmechanismen für Aldehyde in Ligninstrukturen existieren. Im Per-
oxidase/H2O2-System reagieren danach die C8-Atome der Aldehyde mit den endständigen 
Phenolgruppen der Lignine unter Ausbildung einer 8-O-4-Etherbindung (C). Darüber hinaus 
werden als mögliche Bindungsarten die 4-O-β-Etherbindung (D), sowie die β-5-Bindung (E) 
diskutiert. 101,102 Gómez-Ros et al. untersuchten mithilfe der Thioacidolyse die in Pflanzenlig-
nine prädominiert vorkommenden (8)β-O-4-Bindungen und ermittelten, dass bis zu 15% die-
ser Etherbrücken von Zimtaldehyden stammen können.103  
 
 
Abbildung 18: CAD-katalysierte Gleichgewichtsreaktion des Zimtaldehydes (A) zum Zimtalkohol (B) und mögli-
che Bindungsarten der Aldehyde mit endständigen OH-Gruppen der Lignine (C) sowie nach radikalischer Kopp-
lung mit Monolignolen (D, E) unter Ausbildung von Aldehyd-Alkohol-Dimeren (in Anlehnung an: Gómez-Ros 
(2007), S. 168, Kim et al. (2000), S. 2197, Kim et al. (2002), S. 47413) 
  
                                                          
101 Vgl. Kim et al. (2000), S. 2198f 
102 Vgl. Kim et al. (2002), S. 47412f 
103 Vgl. Gómez-Ros et al. (2007), S. 169 





In der Natur kommen in Pflanzenzellwänden phenolische Komponenten vor, die den p-
Hydroxyzimtsäuren zugeordnet werden. Dabei handelt es sich überwiegend um Mono- 
und/oder Oligomere der Ferulasäure, welche an Hemicelluloseketten über Esterbindungen 
angelagert sind. Fragmente dieser Ester sind u.a. in, aus Grasszellwänden durch enzymatische 
und/oder milde alkalische Hydrolyse gewonnenen104, oligomeren wasserlöslichen Fraktionen 
von Italienischem Raygras105,106,107, Zea108, Gerstenstroh109, Bambussprossen110,111,112, Spi-
nat113,114,115 oder Zuckerrübe116 nachgewiesen. Neben Gräsern wurden darüber hinaus in Blät-
tern117 sowie in Keimen118 von Nadelhölzern und Farnen estergebundene Hydroxyzimtsäure-
anteile identifiziert. Hinsichtlich der Gräser ergaben sowohl NMR-Strukturuntersuchungen als 
auch Bestimmungen der Monomerzucker der Polysaccharide, dass Ferulasäurekomplexe 
überwiegend mit Arabinoxylanketten verknüpft und die Ferulasäuremonomere an die Arabi-
noseseitenketten in O(5)-Position über Esterbrücken gebunden sind (vgl. Abbildung 19).  
In-vitro-Untersuchungen zeigten ferner, dass in Anwesenheit von H2O2 und Peroxidasen, ähn-
lich den Kopplungsmechanismen der Monolignole (siehe Kapitel II.1.3.2.1.1) freie Radi-
kalkopplungen zwischen den, an die Seitenketten veresterten, Ferulsäuremonomeren hin zu 
Dehydrodiferulasäuren oder zu noch höheren Dehydro-Oligomeren119 stattfinden und so zur 
Quervernetzung der Polysaccharide beitragen.120,121 Dehydrodiferulasäuren sind in vielen 
Pflanzengeweben existent und wurden u.a. in Weizenkeimen122, Bambussprossen123, im Hy-
pokotyl der See-Kiefer124, in der Pektinfraktion von Zuckerrübe125,126 oder in Maiskleien127 
                                                          
104 Vgl. Bunzel, Steinhart (2003), S. 191 
105 Vgl. Hartley (1973), S. 662f 
106 Vgl. Hartley, Jones, Wood (1976), S. 305ff 
107 Vgl. Hartley, Jones (1976), S. 1157ff 
108 Vgl. Kato, Nevins (1985): S. 140-146 
109 Vgl. Mueller-Harvey et al. (1986), S. 72-81 
110 Vgl. Ishii, Hiroi (1990a), S. 298-308 
111 Vgl. Ishii, Hiroi (1990b), S. 177-182 
112 Vgl. Ishii, Hiroi, Thomas (1990), S. 1999ff 
113 Vgl. Fry (1982), S. 496-503 
114 Vgl. Fry, Northcote (1983), S. 1056-1060 
115 Vgl. Ishii, Tobita (1993), S. 181-189 
116 Vgl. Oosterveld et al. (1997), S. 179ff 
117 Vgl. Strack et al. (1988), S. 3517-3520 
118 Vgl. Carnachan, Harris (2000), S. 872-876 
119 Vgl. Bunzel et al. (2006), S. 6410-6417 
120 Vgl. Geissmann, Neukom (1971), S. 1108ff 
121 Vgl. Fry (1979), S. 344-350 
122 Vgl. Neukom, Markwalder (1975), S. 836f 
123 Vgl. Ishii (1991), S. 15-19 
124 Vgl. Sànchez et al. (1996), S. 942-946 
125 Vgl. Oosterveld et al. (1997), S. 179ff 
126 Vgl. Saulnier, Thibault (1999), S. 396-401 
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gefunden. Neben den in Abbildung 19 dargestellten β-5‘- und β-O-4‘-Verknüpfungen haben 
Ralph et al. in Knaul- und Hirtengras sowie in Zellkulturen des Mais als weitere kovalente 
Bindungen die 4-O‘-5‘- und β-β‘-Brücken identifiziert128. 
 
 
Abbildung 19: Strukturbeispiel eines Ferulasäure-Arabinoxylan-Esters und dessen radikalischer Kopplung zu 8-
O-4‘- und 8-5‘-Dehydrodiferulakomplexen (in Anlehnung an: Ralph et al. (1994), S. 3486)  
                                                                                                                                                                                     
127 Vgl. Saulnier, Thibault (1999), S. 396-401 
128 Vgl. Ralph et al. (1994), S. 3485-3492 




In Zellwänden von Gräsern sind neben Ferula- quantifizierbare p-Cumarsäureanteile eingela-
gert, die estergebunden an Ligninstrukturen vorliegen129. Anhand von IR- und UV-Absorp-
tionsspektren wurden z.B. in Zuckerrohr und Weizenstroh p-Cumarsäure nachgewiesen.130 
NMR-Messungen131 zeigten p-Cumarsäure in Zealignin und DFRC-Analysen132,133 in Mais-, 
Bambus- und Trespenligninen auf. 
Der Einlagerungsmechanismus von p-Cumarsäure in Ligninstrukturen ist gemäß Abbildung 
20 als ein Zweistufenprozess zu verstehen. Im ersten Schritt erfolgt die Anlagerung an ein 
Monolignol. Dabei wiesen Ralph et al. mithilfe der 2D-NMR-Spektroskopie nach, dass die p-
Hydroxyzimtsäure exklusiv an Cγ-Position der Phenylpropanseitenketten der Monolignole 
verestert ist und deren phenolische OH-Gruppe frei vorliegt134. Weiterhin ergaben Untersu-
chungen von, mittels Thioacidoylse-Verfahren aufgeschlossenen, Zealignin135, sowie gas-
chromatographisch analysierten Mais- und Trespenligninen136, dass p-Cumarsäure prädomi-
nant mit Syringyleinheiten assoziert ist. Im zweiten Schritt folgt die radikalische Kopplung 
des Esters an Ligninstrukturen. 
 
 
Abbildung 20: Einlagerungsmechanismus der p-Cumarsäure in Ligninstrukturen als ein Zweistufenprozess mit 
dem Zwischenprodukt des p-Cumarsäure-Sinapinalkohol-Esters (in Anlehnung an: Ralph et al. (1994),S. 9449; 
Lu, Ralph (1999), S. 1989)  
                                                          
129 Vgl. Smith (1955), S. 267f 
130 Vgl. ebenda, S. 267f 
131 Vgl. Ralph et al. (1994) 9450-9454 
132 Vgl. Lu, Ralph (1999), S. 1990ff 
133 Vgl. ebenda, S. 1988; DFRC: Derivatization followed by reductive clevage method 
134 Vgl. Ralph et al. (1994), S. 9450-9454 
135 Vgl. Grabber, Quideau, Ralph (1996), S. 1189ff 
136 Vgl. Lu, Ralph (1999), S. 1991 




In allen Pflanzenzellwänden sind als dritte Hauptkomponente die Hemicellulosen vorhanden. 
Sie wirken als eine Art Weichmacher in pflanzlichen Gewebestrukturen und nehmen die Auf-
gabe aktiver Phasenvermittler zwischen den Cellulosestrukturen und den auf Druckfestigkeit 
ausgelegten Ligninen wahr. Dabei sind sie mit Cellulose durch Ausbildung von Wasserstoff-
brückenbindungen eng assoziiert und über kovalente Bindungen an Lignine fixiert. Die He-
micellulosen bilden daher eine Art Kittsubstanz für die starren Cellulose- und Ligninelemen-
te.137  
Im Allgemeinen zeichnet sich die Stoffgruppe der Hemicellulosen durch ihre vergleichsweise 
weichen und zähen Eigenschaften aus. Sie sind hydrophil, in Alkalien löslich und leichter 
durch Säuren und Alkalien abbaubar als Cellulose.138 
Die Hemicellulosen sind nicht uniform, vielmehr existieren unzählige verschiedene Arten im 
Pflanzenbereich. Im Gegensatz zu Cellulose sind sie Polysaccharide, die aus verschiedenen 
Zuckerbausteinen aufgebaut sind und sich gemäß Abbildung 21 in vier Gruppen der Pentosen, 
Hexosen, Hexuronsäuren und Deoxyhexosen eingliedern lassen. 
 
 
Abbildung 21: Zuckerkomponenten der Hemicellulosen (In Anlehnung an: Fengel, Wegener (1989), S. 106) 
Bei den Zuckereinheiten der Pentosen fehlen die -C(6)H2-OH-Gruppen, so dass, wenn sie z.B. 
über β-1,4-glykosidische Bindungen miteinander verknüpft sind, im Gegensatz zu den Hexo-
                                                          
137 Vgl. Gruber (2012c), S.1f 
138 Vgl. ebenda 




sen lediglich zwei Hydroxylgruppen in C(2)- und C(3)-Position aufweisen. Als spezifisches 
Merkmal der Hexuronsäuren ist die zur Carbonsäure oxidierte OH-Gruppe an C(6)-Position 
vorhanden. Bei den Deoxyhexosen ist die C(6)H2-OH-Gruppe durch eine CH3-Gruppe ersetzt. 
Durch Verknüpfung der monomeren Zuckermoleküle werden Hemicellulosemakromoleküle 
aufgebaut, die i.d.R. aus Hauptketten bestehen, von denen Verzweigungen in Form von Sei-
tenketten abgehen. Aufgrund der Verzweigungen weisen die unmodifizierten Hemicellulosen 
lediglich geringe Kristallisationstendenzen auf und werden als nahezu amorph betrachtet.139 
Im Gegensatz zur Cellulose können die Hemicellulosen sowohl hydrophilere (Säuregruppen 
der Hexuronsäuren) als auch hydrophobere Abschnitte (Vorhandensein von Alkylethern, z.B. 
-OCH3) aufweisen. Weiterhin können speziell die Hydroxylgruppen der Zuckermoleküle der 
Hauptketten acetyliert sein140. Die Zusammensetzung der Polysaccharidfraktion der Weich-, 
Harthölzer und Gräser unterscheiden sich nach Tabelle 1 in deren Monomerzuckerzusammen-
setzungen. In Laubhölzern dominiert als Nichtglucosezucker die Xylose. Für die Nadelhölzer 
sind hohe Mannosegehalte feststellbar und in den Gräsern weisen sowohl die Xylose als auch 
Arabinose die größten Zuckeranteile auf. 
 
Tabelle 1: Zusammensetzung der Polysaccharidfraktion  ausgewählter Pflanzenmaterialien hinsichtlich Glucose 
(Glu), Xylose (Xyl), Galactose (Gal), Arabinose (Ara als Summe von Araf und Arap), Mannose (Man), Hexuron-
säuren (Uron als Summe von GluU, Me-GluU, GlaU), Acetylgruppe (Ac) (Quelle: Pettersen (1984) in: Rowell, 
Pettersen, Tshabalala (2013), S. 57, Burke et al. (1974), S. 110) 
Name Glu Xyl Gal Ara Man Uron Ac 
Weißbirke 43 26 0,6 0,5 1,8 4,6 4,4 
Buche 46 19 1,2 0,5 2,1 4,8 3,9 
Roteiche 41 19 1,2 0,4 2,0 4,5 3,3 
Lärche 46 6,3 2,0 2,5 11 4,8 1,4 
Schwarzfichte 44 6,0 2,0 1,5 9,4 5,1 1,3 
Montereykiefer 42 6,5 2,8 2,7 12 2,5 1,9 
Weizen 18 25 12 21 1,0 12 k.A. 
Hafer 15 22 13 19 0,8 11 k.A. 
                                                          
139 Vgl. Gruber (2012c), S. 2ff 
140 Vgl. ebenda 
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II.1.3.3.1 Hemicellulosen der Laubhölzer 
Eine in Laubhölzern weit verbreitete Hemicellulosegruppe stellen die O-Acetyl-4-O-
Methylglucoronoxylane (vgl. Abbildung 22) dar. Es handelt sich um Polysaccharide, die eine, 
aus β-1,4-glycosidisch verknüpften D-Xylose-Molekülen bestehende, homopolymere Haupt-
kette aufweisen141. Im Xylanmakromolekül können die Hauptketten in C(3)-Position zwei bis 
drei Verzweigungspunkte aufweisen, wobei deren Seitenketten i.d.R. sehr kurz sind142. In 
unregelmäßigen Abständen sind über α-1,2-Vernüpfungen 4-O-Methylglucuronsäuregruppen 
an das Xylose-Grundgerüst gebunden143,144. Als mittlere Zusammensetzung wird für die meis-
ten Laubholzxylane ein Verhältnis von Xyl:Me-GluU ≈ 10:1 angegeben145,146,147,148,149. Viele 
der OH-Gruppen des Xylosegerüstes sind durch Acetylgruppen substituiert150, wobei beide 
sekundären Alkoholgruppen der Xylose in etwa im gleichen Maße mit Essigsäure verestert 
sind151.  
 
Abbildung 22: Strukturausschnitt eines O-Acetyl-4-O-Methylglucoronoxylans bestehend aus den Zuckermono-
meren der D-Xylose (Xyl), Methylglucuronsäure (Me-GluU) sowie den Acetylgruppen (Ac) (in Anlehnung an: 
Fengel, Wegener (1989), S. 110) 
 
Neben Xylanen sind in Laubhölzern geringe Anteile von Glucomannan-Hemicellulosen vor-
handen. Es handelt sich um ein Heteropolymer, dessen Kette aus β-1,4-glycosidisch verknüpf-
ten Mannose- und Glucosezuckern besteht. In vielen Laubhölzern liegt das Molverhältnis bei 
Man:Glu ≈ 2:1.152,153   
                                                          
141 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 109) 
142 Vgl. Koshijima, Timell, Zinbo (1965), S. 265-276 
143 Vgl. Adams (1961), S. 556ff 
144 Vgl. Glaudemans, Timell (1958), S. 1209ff 
145 Vgl. Aspinall, Hirst, Mahomed (1954), S. 1734ff 
146 Vgl. Timell (1959a), S. 893ff 
147 Vgl. Timell (1959b), S. 4989ff 
148 Vgl. Timell (1960), S. 5211ff 
149 Vgl. Jones, Purves, Timell (1961), S. 1059-1062) 
150 Vgl. Timell (1960), S. 5211ff 
151 Vgl. Bouveng, Garegg, Lindberg (1960), S. 742ff 
152 Vgl. Mian, Timell (1960), S. 1511ff 




II.1.3.3.2 Hemicellulosen der Nadelhölzer 
Mit 20 bis 25% bestehen die Nadelhölzer aus Glucomannanen, die damit die dominierende 
Hemicellulosen-Gruppe der Koniferen sind154. Die Hauptkette setzt sich aus den Zuckermo-
nomeren D-Glucose und D-Mannose zusammen, die β-1,4-glycosidisch miteinander ver-
knüpft sind und deren Man:Glu-Verhältnis bei ca. 3-4:1 liegt155,156. Untersuchungen zeigten, 
dass im Makromolekül je 100 Hexose-Einheiten bis zu drei Verzweigungspunkte vorkommen 
können, die vornehmlich in C(3)-Position der D-Glucose verortet sind157. Weiterhin sind in 
unregelmäßigen Abständen einzelne D-Galactose-Einheiten über α-1,6-Glycosidbindungen an 
Hemicellulosemoleküle verethert158,159, sowie die Hydroxylgruppen der Mannose und Gluco-
se teilweise durch Acetylgruppen substituiert160, sodass von O-Acetyl-Galactoglucomannan 
gesprochen wird (vgl. Abbildung 23). 
 
Abbildung 23: Strukturausschnitt eines O-Acetyl-Galactoglucomannans bestehend aus den Zuckermonomeren 
D-Mannose (Man), D-Glucose (Glu), D-Galactose (Gal) sowie den Acetylgruppe (Ac) (in Anlehnung an: Fengel, 
Wegener (1989), S. 116) 
 
Als eine weitere (acide) Hemicellulosefraktion sind die Arabino-4-O-Methylglucoronoxylane 
beschrieben. Deren Hauptketten bestehen aus β-1,4-glycosidisch verknüpften D-Xylosen, die 
teilweise in C(3)-Position Arabionfuranosen und in C(4)-Position Methylglucoronsäuren auf-
weisen161. Eine Besonderheit des Lärchenholzes ist das Vorhandensein der Arabinogalactan-
hemicellulose, dessen Grundgerüst β-1,3-verknüpfte Galactosezucker bilden. An ihnen sind 
über β-1,6-Bindungen u.a. Galactose-, Arabinose- oder Glucuronsäureeinheiten angelagert.162 
                                                                                                                                                                                     
153 Vgl. Adams (1961), S. 2423ff 
154 Vgl. Fengel, Wegner (1989), S. 115 
155 Vgl. Hamilton, Kircher, Thompson (1956), S. 2508f 
156 Vgl. Hamilton, Kircher (1958), S. 4703ff 
157 Vgl. Croon, Lindberg, Meier (1959), S. 1299-1303 
158 Vgl. Bishop, Cooper (1960), S. 793-799 
159 Vgl. Jones, Painter (1959), S. 573-576 
160 Vgl. Kenne, Rosell, Swenson (1975), S. 69-73 
161 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 111) 
162 Vgl. ebenda, S. 124f 
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II.1.3.3.3 Hemicellulosen der Einjahrespflanzen 
Einjahrespflanzen bestehen zu 25-50% aus Hemicellulosen, die den xylanartigen Polyssacha-
riden zuzuordnen sind163. In lignifizierten Geweben der Gräser treten als dominante Hemicel-
lulosegruppe die Arabinoglucuronoxylane auf, die strukturell heterogen sind164,165. Gemein-
sam ist ihnen, dass sie aus Ketten β-1,4-gebundener D-Xylose-Einheiten bestehen. In O(2)- 
und/oder O(3)-Position kann die Hauptkette mit Arabinofuranose-Einheiten mono- bzw. disub-
stituiert sein166, wobei die α-1,3-Verknüpfung häufiger vorkommt167. An die Araf-Zucker ist 
teilweise D-Xylose angelagert168. Ferner sind in geringerem Maße Arabinoseoligomere vor-
handen, die α-1,2, α-1,3 oder α-1,5 verknüpft sind169. Acetylgruppen kommen sowohl an Xy-
lose- als auch Arabinose-Einheiten in C(2)-, C(3)- bzw. C(2)-, C(5)-Position vor170,171. Als eine 
Besonderheit der Grashemicellulosen sind an die primäre Alkoholgruppe der Arabinofurano-
se-Zucker veresterte Ferulasäuremono- oder -oligomere zu nennen, die als Quervernetzer zwi-
schen Hemicellulosesträngen sowie zwischen Hemicellulosen und Lignin fungieren172. Neben 
Arabinofuranosen kommen in Arabinoglucuronoxylanen α-1,2-verknüpfte 4-O-D-
Methylglucuronsäure-Einheiten vor173. 
 
Abbildung 24: Strukturausschnitt eines Arabinoglucuronoxylans bestehend aus den Zuckermonomeren D-Xylose 
(Xyl), L-Arabinofuranose (Araf), Methylglucuronsäure (Me-GluU) sowie der Acetylguppen (Ac) und Ferulasäu-
re (FS) (in Anlehnung an: Ebringererová, Hromádková, Heinze (2005), S. 9 und Bunzel, Steinhart (2006), S. 193) 
                                                          
163 Vgl. Ren, Sun (2010), S. 74ff 
164 Vgl. Aspinall, Mahomed (1954), S. 1731f 
165 Vgl. Ebringererová, Hromádková, Heinze (2005), S. 8ff 
166 Vgl. Bunzel, Steinhart (2003), S. 190 
167 Vgl. Ren, Sun (2010), S. 74ff 
168 Vgl. Sun, Lawther, Banks (1996), S. 326ff 
169 Vgl. Bunzel, Steinhart (2003), S. 190 
170 Vgl. Chesson, Gordon, Lomax (1983), S. 1333-1339 
171 Vgl. Iiyama et al. (1993), S. 959f 
172 Vgl. ebenda, S. 191f 






Die Raman-Spektroskopie stellt eine wichtige Untersuchungsmethode zur Charakterisierung 
der Struktur von Gasen, Flüssigkeiten und Kristallen dar174.  
Das Phänomen der inelastischen Streuung von Licht an Flüssigkeiten wurde erstmals 1928 
von Raman experimentell nachgewiesen, welcher dafür 1930 den Nobelpreis der Physik er-
hielt. Bereits fünf Jahre zuvor hatte Smekal vorhergesagt, dass in Streuspektren auch verscho-
bene Linien auftreten können175.  
Die zusätzlichen Linien werden durch inelastische Streueffekte - die sogenannte Raman-
Streuung - an Molekülen hervorgerufen, was sich in vom Primärlicht veränderten Wellenlän-
gen des gestreuten Lichts äußert. Die Streuung des eingestrahlten Primärlichts erfolgt dabei an 
internen Zuständen der Moleküle oder Kristalle, so dass das Streulicht Informationen hin-
sichtlich der Anregungsmöglichkeiten des Systems liefert.176 
Bereits Raman wies darauf hin, dass die Zahl, Lage und Intensität der Raman-Linien charak-
teristisch für die untersuchte Streusubstanz sind und somit dem Raman-Effekt eine große Be-
deutung hinsichtlich der Aufklärung der Molekülstruktur organischer und anorganischer Sub-
stanzen zukommen kann.177 
Trotz des hohen Potentials der Raman-Spektroskopie war deren Anwendung bis in die 1960er 
Jahre wenig verbreitet, was in erster Linie auf unzureichende Geräteapplikationen zurückzu-
führen war. So wurden beispielsweise als Lichtquellen lediglich unterschiedliche Dampflam-
pen verwendet - erst mit der Entdeckung der Lasertechnologie im Jahre 1962 und deren mög-
liche Anwendung kam der Raman-Spektroskopie eine größere Bedeutung in der Analytik zu. 
Fortschritte auf dem Gebiet der Detektionssysteme, sowie die Entwicklung von Fourier-
transform-Systemen verhalfen der Raman-Spektroskopie zu einer leistungsstarken Analysen-




                                                          
174 Vgl. Lovrić (2007), S. 1 
175 Vgl. Brandmüller, Moser (1962), S. 1 
176 Vgl. Lovrić (2007), S. 1 
177 Vgl. Brandmüller, Moser (1962), S. 3f 
178 Vgl. Ferraro, Nakamoto (1994), S. 1f 
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 Der Raman-Effekt II.2.1
Wird ein Molekül in ein elektromagnetisches Feld E positioniert, so wird dieses dahingehend 
verzerrt, dass die positiven Atomkerne in Richtung das negativen und die Elektronen zum 
positiven Pol des Feldes gezogen werden179. Die räumliche Trennung der Ladungsschwer-
punkte führt schließlich zur Induktion eines molekülspezifischen Dipolmomentes µ, welches 
mit E über den Polarisierungstensor α gemäß Gleichung 1 verknüpft ist180,181.  
 
µ = α · E Gleichung 1 
 
Beim Raman-Effekt wird das elektrische Feld durch elektromagnetische Wellen hervorgeru-
fen, so dass der elektrische Feldvektor E zum Zeitpunkt t definiert durch die Ampitude E0 und 
Frequenz ν0 ist und Gleichung 3 gilt182.  
 
E = E0 ·  cos (2π · ν0 · t) Gleichung 2 
µ = α · E0 ·  cos (2π  ·  ν0 · t) Gleichung 3 
 
Der α-Polarisierungstensor ist ein Maß für die Verformbarkeit der Molekülbindung im elek-
trischen Feld, die als eine Funktion der Entfernung zwischen den Atomkernen verstanden 
wird183. Interne Molekülbewegungen, wie Rotation oder Schwingung, rufen periodische Än-
derungen der Polarisierbarkeit hervor, so dass das induzierte Dipolmoment eine weitere Oszil-
lation überlagert184. Mit Q als Koordinate der Oszillation lässt sich die Polarisierbarkeit als 
eine Taylor-Reihe (Gleichung 4) entwickeln, bei der in erster Näherung die ersten beiden 
Glieder α bestimmen185.  
 
α =  α0 +   ∂α∂Q   Q + … Gleichung 4 
 
                                                          
179 Vgl. Hess (o. J.), S. 2 
180 Vgl. Vandenabeele (2013), S. 1f 
181 Vgl. ebenda 
182 Vgl. ebenda 
183 Vgl. Skoog, Leary (1996), S. 323ff 
184 Vgl. Hess (o. J.), S. 3 





Mit νM als Eigenfrequenz des Moleküls ist durch Einsetzen von Gleichung 5 in Gleichung 4 
und Gleichung 4 in Gleichung 3 das induzierte Dipolmoment Q0 bestimmbar. 
 
Q = Q0 ·  cos (2π · νM · t) Gleichung 5 
α =  α0 +   ∂α∂Q    Q0 · cos (2π · νM ·t) Gleichung 6 
µ = α0 · E0 ·  cos (2π  ·  ν0 · t)   
       +  E0 ·  Q0 ·   ∂α∂Q    · cos (2π · ν0 · t) ·  cos (2π  ·  νM · t) Gleichung 7 
 
Mittels trigonometrischer Umformung von Gleichung 7 ist ein aus drei Teilen bestehender 
Zusammenhang in Gleichung 8 herleitbar186.  
 
µ = α0 · E0 ·  cos (2π  ·  ν0 · t)   
       +  
E0 
2
·  Q0 ·   ∂α∂Q    · cos [2π · (ν0 -  νM) · t] 
        +  
E0 
2
·  Q0 ·   ∂α∂Q    · cos [2π · (ν0 +  νM) · t] Gleichung 8 
 
Im obigen Ausdruck repräsentiert der erste Term die Rayleigh-Streuung bei gegebener Anre-
gungsfrequenz ν0. Den zweiten und dritten Term stellen die Stokes- und Anti-Stokes-
Streuungsfrequenzen mit (ν0 - νM) bzw. (ν0 + νM) dar. Für die Ramanspektroskopie ist es un-
abdingbar, dass die Polarisierbarkeit einer Bindung als Funktion des Abstandes variiert und 
∂α / ∂Q ≠ 0  gilt, damit eine Raman-Bande beobachtbar ist187.  
Zurückzuführen sind diese Abstandsänderungen auf Molekülschwingungen, die sich nähe-
rungsweise mit dem vereinfachten mechanischen Modellansatz des ungedämpften Feder-
schwingers in Abbildung 25 beschreiben lassen. Darin bedeuten m1 und m2, die beiden Mas-
sen der Atome 1 bzw. 2, die durch eine Feder miteinander verbunden sind und deren Abstän-
de vom Massenmittelpunkt rS in Gleichgewichtslage durch r1 und r2 über Gleichung 9 defi-
niert sind. Ändert sich durch Streckung (vgl. Gleichung 10) oder Stauchung - hervorgerufen 
durch Molekülschwingungen - der Abstand zwischen beiden Atomen, so ist dies durch r‘1 und 
                                                          
186 Vgl. Skoog, Leary (1996), S. 324 
187 Vgl. ebenda 
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r‘2 beschreibbar. Beide Größen sind per Gleichung 11 miteinander verknüpft.188 
 
 
Abbildung 25: Beschreibung einer chemischen Bindung im Modellansatz des ungedämpften Federschwingers 
(in Anlehnung an: Ferraro, Nakamoto (1994), S. 8) 
 
m1 · r1 =  m2 · r2 Gleichung 9 
m1 · r1 + r'1 =  m2 · r2 + r'2 Gleichung 10 
r'1  =   m2m1   · r'2 bzw.  r'2  =   m1m2   · r'1 Gleichung 11 
 
Im klassischen Sinn wirkt der Auslenkung der beiden Massen m1 und m2 gemäß Hook´schem 
Gesetz stets eine rücktreibende Kraft F entgegen. Unter Gebrauch der bindungsspezifischen 
Kraftkonstante K gilt Gleichung 12, welche unter Verwendung von Gleichung 11 nach Glei-
chung 13 umformbar ist.189  
 
F = -K · r'1 + r'2 Gleichung 12 
F  =  -K ·   m1 + m2
m1
  · r'2 =  -K ·   m1 + m2m2   · r'1 Gleichung 13 
 
Die Anwendung des zweiten Newton´schen Gesetzes (Gleichung 14, mit Beschleunigung a) 
auf die beiden Punktmassen ergibt durch entsprechende Umformung den Ausdruck in Glei-
chung 17.190 
 
F = m · a Gleichung 14 
F = m1 · 
d2r'1
dt2
 =  -K ·   m1 + m2
m2
  · r'1 Gleichung 15 
                                                          
188 Vgl. Ferraro, Nakamoto (1994), S. 7f 
189 Vgl. ebenda, S. 8 





F = m2 · 
d2r'2
dt2
 =  -K ·   m1 + m2
m1








 = -K · r'1+ r'2 Gleichung 17 
 
Durch Einführung der reduzierten Masse mR und Ersetzen von r‘1 + r‘2 durch die Verschie-
bung q wird Gleichung 18 erhalten. Die Lösung der Schwingungsgleichung ergibt den Aus-
druck in Gleichung 19. Darin steht φ für die Phasenkonstante, qmax ist die Amplitude und 
(k/mR)0,5 = ω = 2πν0 stellt die Kreisfrequenz der Schwingung dar.191 
 
mR ·   d2qdt2   = -K · q = F Gleichung 18 
 q = qmax · cos 	
 KmR  · t + φ = qmax · cos ω · t + φ Gleichung 19 
 
Aus der rücktreibenden Kraft F ist durch Differenzierung die potentielle Energie Epot mit K = 
mRω2 herleitbar.192  
 
 Epot = k · q dq = 
1
2
 · k · q2= 
1
2
 · mR · ω · q2 Gleichung 20 
 
Durch Einsetzen von Gleichung 20 in die zeitunabhängige Schrödingergleichung (Gleichung 
21, mit ħ … reduziertes planksches Wirkungsquantum, ψ … Wellenfunktion) ist Gleichung 
22 formulierbar, deren Lösung zu diskret äquidistanten Eigenwerten der Energie Eν gemäß 








 · E - Epot ψ = 0 Gleichung 21 
                                                          
191 Vgl. Brandmüller, Moser (1962), S. 37 
192 Vgl. ebenda 
193 Vgl. ebenda 
194 Vgl. Otto (2006), S. 244 








 · E - 1
2
µ · ω2 ·q2  ψ Gleichung 22 
Eν = h · ν · ν + 12 Gleichung 23 
 
Aus Gleichung 20 folgt, dass die Funktion der potentiellen Energie Epot eine Parabel gemäß 
Abbildung 26 beschreibt, deren Scheitelpunkt sich in der Gleichgewichtslage q0 befindet und 
dessen Potential mit dem Quadrat des Kernabstandes wächst. Des Weiteren stellen die 
Schwingungsübergänge von einem Energieniveau zum anderen äquidistante Termabstände 
dar, so dass beim harmonischen Oszillator alle Linien - unabhängig der Art des Überganges - 
in einem Übergang zusammenfallen.195 
 
 
Abbildung 26: Potentialkurve Epot mit Energiewerten Eν des linearen Oszillators (Quelle: Brandmüller, Moser 
(1962), S. 37) 
 
Die Potentialkurve des harmonischen Schwingers kann den wirklichen Potentialverlauf für 
Molekülbindungen nicht abbilden. Zum einen können die Moleküle nicht beliebig zusam-
mengestaucht werden, da bei Verringerung der Abstände zunehmend Abstoßungskräfte zum 
Tragen kommen und zum anderen ist ein Molekül nicht beliebig dehnbar, da bei Erreichen 
eines bestimmten Abstandes das Molekül zerreißen bzw. dissoziieren würde. Alle realen Mo-
                                                          





leküle stellen vielmehr anharmonische Oszillatoren dar, deren Potentialverlauf in Abbildung 
27 beispielhaft skizziert ist.196  
Eine mathematisch exakte Beschreibung des Kurvenverlaufs des anharmonischen Schwingers 
ist schwierig. Als einen möglichen Lösungsansatz gibt Morse mit der Dissoziationsenergie De 
Gleichung 24 an. Darin rücken die Energiezustände mit zunehmender Schwingungsquanten-
zahl ν näher zusammen, so dass als erweiterte Auswahlregeln Übergänge von ∆ν = ±2, ±3, … 
möglich sind und damit neben Grund- auch Oberschwingungen beobachtbar sind.197,198  
 
 Epot= De · 1 - e- K2De · q2 Gleichung 24 
 
 
Abbildung 27: Potentialkurve Epot mit Energiewerten Eν und Dissoziationsenergie De des anharmonischen Oszil-
lators (in Anlehnung an: Ferraro, Nakamoto (1994), S. 12) 
 
In Abbildung 28 sind die für die Raman-Spektroskopie typischen Energieübergänge darge-
stellt. Beim Auftreffen eines Photons auf ein Molekül treten Streueffekte auf. Durch die 
Wechselwirkung des Moleküls mit einem Lichtquant kommt es zunächst zum (nicht gequan-
telten) Energiegewinn und zur Anhebung des Moleküls auf ein virtuelles Energieniveau. Der 
überwiegende Teil der Strahlung wird dabei ohne Veränderung der Strahlung elastisch ge-
                                                          
196 Vgl. Otto (2006), S. 245 
197 Vgl. ebenda 
198 Vgl. Bandmüller, Moser (1962), S. 45f 
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streut und in Form der Rayleigh-Strahlung abgegeben. Nur ca. 1/1000 des gestreuten Lichts 
erfährt, hervorgerufen durch Energieübergänge zwischen Photon und Molekül, eine Wellen-
längenverschiebung, so dass von inelastischer Streuung gesprochen wird. Bei der Stokes-
Streuung gibt das Photon Energie an das Molekül ab, so dass dieses auf ein höheres Schwin-
gungsniveau gehoben wird. Die Anti-Stokes-Linien werden durch den gegenläufigen Ener-
gieübergang hervorgerufen, bei dem das Photon Energie vom Molekül aufnimmt.199,200  
Beim Fluoreszenz-Effekt wird das Molekül durch die Anregungsstrahlung in ein Schwin-
gungsniveau des ersten angeregten Elektronenzustands gehoben. Dort fällt es zunächst strah-
lungslos in den Schwingungsgrundzustand zurück und sendet beim Übergang zum elektroni-
schen Grundzustand Fluoreszenz-Emissionen aus.201 
 
 
Abbildung 28: Vergleich der Energielevel für Rayleigh- und Ramanstreuung (mit Stokes- und Anti-Stokes-
Streuung) sowie Fluoreszenz-Streuung (in Anlehnung an: Bulkin (1991), S. 14, Vandenabeele (2013), S. 41) 
                                                          
199 Vgl. Hess (o.J.), S. 3f 
200 Vgl. Otto (2006), S. 322f 





 Auswahlregeln für die Raman-Aktivität von Molekülbin-II.2.2
dungen 
Damit Molekülschwingungen im Ramanspektrum beobachtbar sind, muss eine Polarisierung 
der entsprechenden Molekülbindung auftreten und für den Term ∂α / ∂Q in Gleichung 8 
∂α / ∂Q ≠ 0 gelten. Ist eine Bindung polarisierbar, so treten Deformierungen der Elektronen-
hülle des entsprechenden Moleküls durch Einwirkung des elektrischen Feldes E auf. Die 
Elektronen werden dabei in Richtung des positiven und die Kerne zum negativen Pol ver-
schoben. Es kommt zur Molekülverzerrung und damit zur Ladungsverschiebung und zur In-
duktion eines Dipolmoments µ. Die Moleküldeformierungen treten in allen drei Raumkoordi-
naten auf, so dass Gleichung 1 als Matrixform gemäß Gleichung 25 erweitert werden muss, 
wobei der erste Matrixterm der rechten Gleichungsseite den Polarisationstensor darstellt. Die-
ser Tensor ist in der normalen Ramanstreuung symmetrisch und αxy = αyx, αxz = αyz, αyz = αyz 
gilt. Damit eine Bindung Raman-aktiv ist, muss während der Schwingung eine dieser Kom-




  = αxx αxy αxzαyx αyy αyz
αzx αzy αzz





Ob eine Schwingung Raman-aktiv bzw. inaktiv ist hängt von der Polarisierbarkeit der Elekt-
ronenhülle des Gesamtmoleküls während der Schwingungsänderung ab. Zur Veranschauli-
chung dieses Phänomens sind in Tabelle 2 für ein gestrecktes und ein gewinkeltes dreiatomi-
ges Molekül die unterschiedlichen schwingungsinduzierten Polarisationsellipsoide dargestellt. 
Als Auswahlkriterien für Raman-aktive Änderungen müssen zum einen die Größe, Form oder 
Orientierung des Ellipsoiden variieren und zum anderen verschiedene Zustände des Ellipsoi-
den bei maximaler Auslenkung vorliegen. 203 
Für das gestreckte Molekül ist ausschließlich die symmetrische Streckschwingung νs Raman-
aktiv, da sich die Größe des Ellipsoids während der Schwingung verändert. Bei der asymmet-
rischen Schwingung νas bleibt dieser unverändert, so dass dies nicht mit dem Ramaneffekt 
nachweisbar ist. Die Deformationsschwingung ruft zwar eine Veränderung der Form des El-
lipsoiden hervor, die Ellipsoidenzustände zum Zeitpunkt der maximalen Auslenkungen sind 
jedoch identisch, was ebenfalls zur Raman-Inaktivität führt. 
                                                          
202 Vgl. Ferraro, Nakamoto (1994), S. 22f 
203 Vgl. ebenda, S. 23ff 
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Im Gegensatz zum geradlinigen Molekül erscheinen beim gewinkelten Molekül alle Schwin-
gungsmodi Raman-aktiv. 
 
Tabelle 2: Änderung der Elektronenhülle durch symmetrische Streckschwingung νs, asymmetrische Streck-
schwingung νas und Deformationsschwingung δ von gestreckten und gewinkelten Molekülbindungen (In Anleh-
nung an: Ferraro, Nakamoto (1994), S. 24f) 
 
 
Wie aus der oberen Tabelle hervorgeht, nehmen alle Atome eines Moleküls an den entspre-
chenden Normalschwingungen teil. Häufig weisen bei komplexeren Molekülen bestimmte 
Atomgruppen charakteristische Wellenzahlen auf. Dies ist jedoch nur möglich, wenn zwi-
schen den Schwingungen der betreffenden Atomgruppe und dem Rest des Moleküls lediglich 
geringe Kopplungen herrschen und damit genügend große Frequenzunterschiede vorliegen. 
Die weitgehend lokalisierten Schwingungen treten nur auf, wenn die Kraftkonstanten oder die 
Atommassen genügend groß sind. Als Faustregel für die Kraftkonstanten gilt, dass bei Unter-
schieden um 25% mögliche Schwingungskopplungen vernachlässigbar und lokale Ramansig-
nale detektierbar sind. Die Kraftkonstanten der Alkan-, Alken- und Alkinverbindung verhal-
ten sich z. B. annähernd wie 1:2:3, was ausreichend ist, um bindungscharakteristische Fre-
quenzen im Spektrum hervorzurufen. Unterscheiden sich die Atommassen um mindestens ca. 
100% nach oben bzw. 50% nach unten, so treten ebenfalls keine Kopplungen auf.204  
Beim Auftreten von Schwingungskopplungen schwingen alle Atome des Moleküls gemein-
sam und es kommt zur Aufspaltung in niedrigere und höhere Schwingungsfrequenzen. Für 
Propan erfolgt beispielsweise eine Schwingungsspaltung der C-C-Einfachbindung bei 993cm-
1 in eine symmetrische und asymmetrische Valenzschwingung bei 868 bzw. 1049cm-1.205 
                                                          
204 Vgl. Otto (2006), S. 261 





Unter Berücksichtigung der Einflüsse der Kraftkonstanten und Atommassen ergeben sich für 
die Schwingungsbereiche eine gewisse Anordnung von charakteristischen Wellenzahlberei-
chen analog Abbildung 29. Zwischen 3700 und 2800cm-1 treten Valenzschwingungen des 
Wasserstoffs gegen Kohlenstoff, Sauerstoff und Stickstoff auf. Der Bereich von 2400 bis 
1900cm-1 ist u.a. geprägt von Streckschwingungen der Dreifachbindungen von C, O und N. 
Daran schließen sich im langwelligeren Wellenzahlbereich deren Doppelbindungen an. Im 
Gebiet ab Wellenzahlen kleiner 1500cm-1 kommen eine Vielzahl unterschiedlicher Schwin-
gungsmoden vor. Neben gekoppelten Schwingungen der Einfachbindungen - Gerüstschwin-
gungen genannt - treten Deformationsschwingungen sowie Valenzschwingungen schwererer 
Atome auf. Dieser Bereich wird aufgrund der Vielzahl von Schwingungsformen, die molekül-
spezifisch sind, auch Fingerprint-Bereich genannt.206 
 
 
Abbildung 29: Allgemeine charakteristische Wellenzahlen für lokalisierte Schwingungen (Quelle: Otto (2006), 
S. 262, bearbeitet) 
 
Die in Abbildung 29 dargestellten lokalisierten Schwingungen werden in ihrer Lage durch 
den Aggregatzustand der untersuchten Substanz, den intra- wie intermolekularen Wasser-
stoffbrückenbindungen sowie elektronischen Effekten unterschiedlicher mesomerer Grenz-
strukturen beeinflusst. Ferner können Masseneffekte (z.B. unterschiedliche Isotope), Ring-
spannungen oder verschiedene Molekülkonformationen zum Verschieben der Wellenzahlen 
von lokalisierten Schwingungen führen.207 
Für die Identifizierung und Strukturaufklärung von Substanzen kann die Colthup-
Korrelationstabelle in Abbildung 30 herangezogen werden, die eine Zusammenstellung unter-
schiedlicher funktioneller Gruppen mit deren spezifischen Gruppenfrequenzen darstellt.208  
  
                                                          
206 Vgl. Otto (2006), S. 262f 
207 Vgl. ebenda, S. 263-266 
208 Vgl. ebenda, S. 268 












Im Ergebnis der „normalen“ Ramanschwingungen werden substanzspezifische Raman-Linien 
erhalten, die sich aus Stokes- und anti-Stokes-Linien sowie der Rayleigh-Strahlung zusam-
mensetzen. Wie aus dem Ramanspektrum in Abbildung 31 ersichtlich, existieren für Tetrach-
lorkohlenstoff je drei Raman-Signale mit identischem Verschiebungsmuster links und rechts 
des Rayleigh-Peaks. Stokes-Linien treten bei Wellenzahlen von 218, 314, 459cm-1 unterhalb 
des Rayleigh-Peaks auf, um die gleichen Beträge sind Anti-Stokes-Peaks oberhalb der ange-
regten Wellenzahl vorhanden. Dabei rühren die Signale bei 218 und 314cm-1 von asymmetri-
schen, die Bande bei 459cm-1 von symmetrischen Pulsationsschwingungen her.209  
 
 
Abbildung 31: Ramanspektrum des Tetrachlorkohlenstoffs bei einer Laseranregungsstrahlung von λ0 = 488nm 
(Quelle: Ferraro, Nakamoto (1994), S. 17) 
 
Die Intensitäten I der Raman-Banden sind von der Frequenz ν und Intensität I0 des anregen-
den Lasers, der Anzahl der streuenden Moleküle N sowie der Polarisierbarkeitsänderung 
(∂α/∂Q) direkt abhängig und es gilt Gleichung 26. 
 
 I ~ ν04 · I0 · N · ∂α∂Q2 Gleichung 26 
 
Die Intensitäten der Anti-Stokes-Peaks liegen i.d.R. unter denen der Stokes-Peaks. Zurückzu-
führen ist dies auf die Besetzungswahrscheinlichkeit der Grund- bzw. angeregten Schwin-
                                                          
209 Vgl. Otto (2006), S. 326 
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gungszustände (vgl. Abbildung 28). Im thermischen Gleichgewicht ist das Verhältnis von 
Stokes- zu Anti-Stokes-Intensitäten nach Gleichung 27 (mit k = Boltzmann-Konstante, Tϑ = 
Temperatur) definiert210, wonach hervorgeht, dass sich Moleküle bei Raumtemperatur wei-





= ν0  - νvib





                                                          
210 Vgl. Bulkin (1991), S. 9 





 Ramanspektroskopische Untersuchungen auf dem Gebiet II.2.3
der Pflanzenaufklärung 
II.2.3.1 Cellulose 
II.2.3.1.1 Messung der Cellulosekristallinität 
Zur Aufklärung der Cellulosestruktur, insbesondere der Quantifizierung der kristallinen An-
teile des semikristallinen Biopolymers Cellulose, wird seit Beginn der 1980er Jahre verstärkt 
die Ramanspektroskopie angewandt. 
Im Niedrigfrequenzbereich von 700-250cm-1 wiesen Ceal et al. nach, dass im kristallinen, 
fibrillären Cellulosematerial voneinander trennbare Ramansignale messbar sind, die vor allem 
auf Skelettbiegeschwingungen der CCC-, COC-, OCC- und OCO-Moden zurückzuführen 
sind212. Die durch den Prozess der Mahlung amorphisierte Cellulose wies im Gegensatz dazu 
breite, diffuse, nicht eindeutig zuordenbare Ramanbanden auf, die als Indikator für irreguläre 
Cellulosekonformationen gewertet wurden. Als ein markanten Peak, der mit der Cellulose-
kristallinität korreliert identifizierten Schroeder et al. in Abbildung 32a das Ramansignal bei 
rd. 378cm-1.213  
Agarwal et al. zeigten an Mahlreihen kristalliner Cellulose, dass über die gesamte Breite von 
3700-250cm-1 Änderungen der Ramanintensitäten in den Ramanspektren nachweisbar waren. 
Die am stärksten von der Aufmahlung betroffenen Peaks waren dabei die Ramansignale bei 
1096 und 380cm-1. Mithilfe der beiden Ramansignale 1096RI und 380RI entwickelten Agarwal et 
al. einen empirischen Zusammenhang, der es ermöglicht auf Grundlage weitwinkelröntgendif-
fraktetrisch ermittelter Cellulosekristallinitätsindices die Cellulosekristallinität RXcr aus Ra-
manmessungen nach Gleichung 28 zu berechnen. 214 
 
 XcrR  = 
 IR380
IR
1096   - 0,0286
0,0065
    [%] Gleichung 28 
 
Der Vergleich von Peaksignalen der C-4- und C-6-Atome der NMR-Spektroskopie mit Er-
gebnissen ramanspektroskopische Untersuchungen von Bakterien- und Pflanzencellulosen 
                                                          
212 Vgl. Cael et al. (1975), S. 1149 
213 Vgl. Schroeder, Gentile, Atalla (1986), S. 7 
214 Vgl. Agarwal, Reiner, Ralph (2010), S. 727f 
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legt nahe, dass der Peak bei 900cm-1 mit den amorphen Cellulosearealen korreliert und indi-
rekt proportional zur Cellulosekristallinität ist.215  
Eine weitere Möglichkeit zur Bestimmung stellten Schenzel et al. vor. An Ramanspektren 
definiert-kristalliner Eukalyptus- und Bakteriencellulosen (vgl. Abbildung 32b) erfolgte die 
Auswertung der Gruppenmoden der CH2-Beugungsschwingungen im Wellenzahlbereich 
1500-1200cm-1. Es wurde festgestellt, dass mit zunehmender Amorphisierung eine Verbreite-
rung und zunehmend schlechtere Auflösung der Peakbanden zu verzeichnen war und parallel 
dazu Frequenzshifts hin zu niedrigeren Wellenzahlen auftraten. Für die kristallinen Cellulosen 
konnte ein Signal bei 1481cm-1 beobachtet werden, das von einer kleinen Bande bei 1458cm-1 
begleitet wird. Beide Signale stehen für CH2-Beugeschwingungen zweier stereochemisch 
nichtäquivalenter CH2OH-Gruppen des kristallinen Cellulose-I-Gerüstes. Da die Ramansigna-
le bei 1481 und 1462cm-1 nicht ausreichend aufgelöst vorlagen, wurden deren Peakintensitä-
ten mittels Peakdeconvolution unter Verwendung von Gaußkurven ermittelt und empirische 
lineare Gleichungen hergeleitet, mit denen die Cellulosekristallintät bestimmbar ist. In Glei-
chung 29 ist der Ansatz für Bakteriencellulosen wiedergegeben. 216 
 




1481  + IR
1462  =  0,962Xcr + 1,34 Gleichung 29 
 
Abbildung 32a und b: Niedrigfrequenzbereiche von Ramanspektren einer fibrillären und aufgemahlenen Cellu-
lose (a) sowie unterschiedlich stark kristallinen Bakteriencellulosen (b) (Quellen: Schroeder, Gentile, Atalla 
(1986), S. 8, Schenzel, Fischer, Brendler (2005), S. 227, bearbeitet)  
                                                          
215 Vgl. Wiley, Atalla (1987), S. 124 





II.2.3.1.2 Einfluss der Faserdehnung auf die Cellulosespektren 
Mithilfe der Ramanspektroskopie sind in Ramanspektren von Cellulosefasern durch äußere 
Kraftwirkung hervorgerufene Änderungen spezifischer Ramanbanden nachweisbar. Als 
hauptsächliches Merkmal wurden während der Zugbeanspruchung von Tensil®-Fasern217, 
Flachs- und Hanffasern218,219, regenerierten Cellulosefasern220 und Fichtentracheiden221 Ver-
schiebungen hin zu niedrigerem Frequenzbereich und Intensitätserniedrigungen der Raman-
banden bei 1120, 1095 und 897cm-1 ermittelt (vgl. Abbildung 33a). Diese sind auf Deformati-
onserscheinungen des Cellulosegrundgerüstes in molekularer Ebene zurückzuführen.  
Der, während der Zugbeanspruchung entlang der Cellulosefaser wirkende, Kraftangriff ver-
teilt sich dabei gemäß Abbildung 33b auf die Skelettschwingungen der Pyranoseringe sowie 
auf die β-glycosidische C-O-C-Bindung und auf die intramolekulare Wasserstoffbrückenbin-
dung O(3)H…O(5) zwischen den Glucosemonomeren222. 
 
 
Abbildung 33a und b: Zugkraftinduziertes Peakshifting und Erniedrigen der Ramanintensitäten bei 1122 und 
1095cm-1 von Flachs-/Hanffasern im Spektrenbereich 1145-1075cm-1 (Quelle: Eichhorn et al. (2000), S. 722, 
bearbeitet) und zuginduzierte Kraftverteilung auf Pyranosering, Glycosid- und Wasserstoffbrückenbindung im 
Cellulosemolekül (Quelle: Hamad, Eichhorn (1997), S. 312, bearbeitet) 
 
Die Ramansignale bei 1120, 1095 und 897cm-1 sind durch Ramanmoden der CO- und CC-
Ringstreckschwingungen des Cellulosegerüstes223,224,225 sowie durch Streckschwingungen der 
                                                          
217 Vgl. Hamad, Eichhorn (1997), S. 310ff 
218 Vgl. Eichhorn et al. (2000), S. 721ff 
219 Vgl. Eichhorn, Sirichaisit, Young (2001), S. 3130-3134 
220 Vgl. ebenda 
221 Vgl. Gierlinger et al. (2006), S. 2078ff 
222 Vgl. Hinterstoisser, Åkerholm, Salmén (2003), S. 1233-1236 
223 Vgl. Blackwell, Vasko, Koenig (1970), S. 4376-4379 
224 Vgl. Cael et al. (1975), S. 1147-1153 
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β-1,4-glycosidischen Bindung226 bestimmt, so dass mit diesen Peaks zwei der kraftbelasteten 
Cellulosebindungen ermittelbar sind. Gierlinger et al. beobachteten neben den oben beschrie-
benen Ramansignalen darüber hinaus die OH-Bande bei 3375cm-1, die bei Dehnung hin zu 
3402cm-1 verschoben wurde227 und erklärten dies mit einer Änderung des Wasserbrückensys-
tems innerhalb der Cellulosekette, was auf eine Schwächung der Wasserstoffbrückenbindung 
O(3)H…O(5) zurückzuführen ist228.  
Am Beispiel des 1095cm-1-Peaks geht aus Abbildung 34 hervor, dass linear-degressive Korre-
lationen zwischen dem Ramanpeakshift ∆ν mit der Faserdehnung ε bzw. Zugspannung σ exis-
tieren, was auf intrinsische Materialeigenschaften hinweist229.  
Dabei wurde festgestellt, dass das Verhältnisse ∆ν/ε faserspezifisch und die Quotienten ∆ν/σ 
für alle untersuchten Fasermaterialien konstant waren230. Neben der Faserbeanspruchung auf 
Zug wurden durch Druckuntersuchungen an Baumwollfasern kongruente lineare Zusammen-
hänge zwischen Ramanpeakshift ∆ν der 1095cm-1-Bande und Faserdehnung ε bzw. Zugspan-
nung σ aufgezeigt231. 
 
 
Abbildung 34a und b: Lineare Korrelationen zwischen Ramanshift des 1095cm-1-Peaks und Dehnung bzw. Zug-
kraft/-spannung unterschiedlicher technischer Cellulosefasern CA bis CF und Flachs- bzw. Hanffasern (Quelle: 
Eichhorn, Sirichaisit, Young (2000), S. 3133, bearbeitet) 
 
  
                                                                                                                                                                                     
225 Vgl. Wiley, Atalla (1987), S. 117-128 
226 Vgl. Edwards, Farwell, Williams (1994), S. 809 
227 Vgl. Gierlinger et al. (2006), S. 2078ff 
228 Vgl. Maréchal, Chanzy (2000), S. 186-196 
229 Vgl. Hamad, Eichhorn (1997), S. 310ff 
230 Vgl. Eichhorn, Sirichaisit, Young (2001), S. 3130-3134 





II.2.3.1.3 Ermittlung des Mikrofibrillenwinkels der Cellulosefasern 
in Pflanzenmaterialien 
Untersuchungen an Bakterien- und Pflanzenfasern (Valonia bzw. Ramie) zeigten auf, dass 
deren Ramanspektren in Abhängigkeit der Orientierung des einfallenden Laserlichts zur Fa-
serachse unterschiedliche Intensitäten aufwiesen. Dazu wurde eine Apparatur verwendet, die 
in der Lage war, die zu analysierenden Fasermaterialien gemäß Abbildung 35a in Richtung 
des polarisierten Laserlichts zu drehen und Ramanmessungen bei definierten Proben-
Laserlicht-Winkeln aufzunehmen. Es konnte ermittelt werden, dass nahezu über die gesamte 
Breite der Ramanspektren der Valonia- und Ramiefasern Änderungen spezifischer Peakinten-
sitäten in Abhängigkeit der jeweiligen Faserorientierung zum einfallenden Laserlicht auftra-
ten. Zur Beschreibung dieses Phänomens entwickelten Wiley und Atalla einen empirischen 
Ansatz, der mit den Konstanten a, b, c die Ramanintensität RI als Funktion des Faser-Laser-
Winkels θ darstellt und in Gleichung 30 wiedergegeben ist.232 
 
 IR  = a + bcosθ4 + ccosθ4 Gleichung 30 
 
 
Abbildung 35a und b: Variierbare Proben-Laserlicht-Symmetrie und resultierende Ramanspektren einer Valo-
nia-Faser mit maximalen Peakintensitäten RI bei paralleler (║) und senkrechter Orientierung (┴) des einfallen-
den Laserlichts zur Faserachse (Quelle: Wiley, Attala (1987), S. 116f, bearbeitet) 
 
Im Wellenzahlbereich 550-250cm-1, der hauptsächlich durch Skelettbiegeschwingungen der 
CCC-, COC-, OCC-, OCO-Moden gekennzeichnet ist233, weisen die Ramanbanden bei 331 
und 459cm-1 bei paralleler und das 520cm-1-Signal bei senkrechter Messsymmetrie die höchs-
                                                          
232 Vgl. Wiley, Attala (1987), S. 115-119 
233 Vgl. Cael et al. (1975), S. 1149 
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ten Intensitätswerte auf. Die übrigen Peaks werden durch die Änderung des θ-Winkel kaum 
oder nur schwach beeinflusst.234 
Zwischen 1500 und 950cm-1 finden die größten Intensitätsänderungen von Peaks statt, bei 
denen die Maximalintensitäten in paralleler Faserrichtung auftreten. Für den Bereich von 
1200 bis 950cm-1 liegt eine hohe Bandendichte vor, die aus hochgekoppelten CC- und CO-
Streckmoden resultiert, die innerhalb der Pyranoseringe und über die Etherbindung zwischen 
den Glucoseringen wirken. Im Wellenzahlbereich 1500-1200cm-1 kommen zusätzlich Moden 
der Methinbindungen (HCC, HCO, HCH, COH) und bei 1445cm-1 die HCH-
Beugeschwingung vor. Die größten Intensitätsänderungen finden an den sieben Peaks bei 
1406, 1337, 1123, 1097, 1057, 1034, 997cm-1 statt, wobei die markanteste Beeinflussung 
beim 1097cm-1-Peak zu beobachten ist.235 
Die CH-/CH2-Streckschwingungen sind von den anderen Moden getrennt und als Gruppen-
moden im Bereich 3000-2800cm-1 lokalisiert. Bei rund 2850cm-1 ist die symmetrische CH2-
Streckschwingung verortet, deren Maximalintensität senkrecht zur Laserlichteinstrahlung 
vorliegt. Die asymmetrische CH2-Streckschwingung liegt bei 2965cm-1 und weist im Gegen-
satz dazu die höchste Intensität bei paralleler Lasersymmetrie auf.236 
In der OH-Region von 3500 bis 3200cm-1 sind ebenfalls winkelabhängige wellenzahlspezifi-
sche Intensitätsänderungen messbar, bei denen die Peaks bei rd. 3360 bzw. 3290cm-1 am au-
genscheinlichsten sind.237 
Aus den in Abbildung 35b dargestellten Intensitätsänderungen kann die Schlussfolgerung 
gezogen werden, dass Cellulosefasern in Faserrichtung gerichtete Makromoleküle darstellen, 
deren höchste Signalintensitäten in eben dieser Richtung zu finden sind. 
Gierlinger et al. ermittelten anhand des Peaks bei 1095cm-1 an Fichtenholzfasern deren Mik-
rofibrillwinkel in den Sekundärwänden S1 und S2238. Um mögliche verfälschende Intensitäts-
schwankungen, die auf optische Effekte, wie etwa fehlerhafte Rotation des Polarisators oder 
unterschiedlich lange Messzeiten zurückzuführen wären, zu vermeiden, wurden Quotienten 
gebildet, in deren Zähler die Intensitäten iRI239 der Ramansignale bei 1377, 1122 und 378cm-1 
standen und deren Nenner die Intensität der 1095cm-1-Ramanbande 1095RI beinhaltete240. Im 
Ergebnis der Untersuchungen sind die in Abbildung 36a dargestellten Kurvenverläufe der 
jeweiligen Peakintensitätsquotienten dargestellt, die einen kosinusförmigen Verlauf in Ab-
                                                          
234 Vgl. Wiley, Attala (1987), S. 123 
235 Vgl. ebenda, S. 124ff 
236 Vgl. ebenda, S. 126f 
237 Vgl. ebenda, S. 127f 
238 Vgl. Gierlinger et al. (2010), S. 591-594 
239 mit Index i = 1377, 1122 bzw. 378 





hängigkeit des Laser-Faser-Winkels beschreiben. Das Kurvenminimum trat dabei bei einem 
Winkel von α = 7° auf. Dies berücksichtigend wurden empirische Zusammenhänge zwischen 
Intensitätsquotient und spezifischem Messwinkel analog Abbildung 36b gemäß Gleichung 31 






1095  = a cos2α + 7°2 + b cos2α + 7°  + c Gleichung 31 
 
 
Abbildung 36a und b: Kosinusartiger Zusammenhang zwischen dem Laserpolarisationswinkel α und den Inten-
sitätsquotienten iRI/
1095
RI von Spätholzfasern der Schwarzfichte und quadratische Regressionsmodelle zur Be-
stimmung von α (Quelle: Gierlinger et al. (2010), S. 590, bearbeitet) 
 
Im Ergebniss der Bestimmung der Mikrofibrillenwinkel wurden mit Gleichung 31 für die 
Sekundarwände S1 von Spät-, Zug- und Druckholz mittlere Werte von MFW = 50…70° er-
mittelt. Die Mikrofibrillenwinkel der Sekundarwände S2 lagen mit MFW = 10…25°, 40° 
bzw. 50° unter denen der S1-Wände.242 
Ramanspektroskopische Untersuchungen an Fasern von Pinus yunnanensis und Cornus alba 
untermauerten durch Auswertung des 1095cm-1-Peaks die von Gierlinger et al. (2010) beo-
bachteten Gesetzmäßigkeiten, dass die Mikrofibrillenwinkel der S1-Wände größer sind als die 
der S2-Wände243,244. Die Anwendung des Intensitätsquotienten 1122RI/1097RI lieferte für Neu-
seeländischen Flachs (Phormium tenax) mittlere zellspezifische Mikrofibrillwinkel von MFW 
= 57°, 4…40°, 58° für Parenchym-, Sklerenchym- bzw. Kolenchymzellen245. 
                                                          
241 Vgl. Gierlinger et al. (2010), S. 588ff 
242 Vgl. ebenda, S. 591ff 
243 Vgl. Ji et al. (2013), S. 215f 
244 Vgl. Ma et al. (2013a), S. 247f 
245 Vgl. Richter, Müssig, Gierlinger (2011), S. 768f 
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Anhand des 1095cm-1-Peaks zeigten Tanpichai et al., dass die Faserfbrillen von Flachsfasern 
gleichfalls den oben beschriebenen Pflanzenfasern hochgeordnet vorliegen. Aus den Daten-
sätzen der, im Polarkoordinatensystem in Abbildung 37 eingetragenen, winkelspezifischen 
normierten Peakintensitäten ist eine signifikante Anisotropie der Flachsfasern hinsichtlich der 
Faserorientierung feststellbar. Aus den gefitteten Datenpunkten leiteten Tanpichai et al. den in 
Gleichung 32 wiedergegebenen empirischen Ansatz her, der es erlaubt die normierte Raman-
intensität der 1095cm-1-Bande als Funktion des Laserlichtwinkels ϕ zu beschreiben. Aus dem 
Ansatz geht u.a. hervor, dass die Fibrillenrichtung zur Faserrichtung in einem Mikrofibrillen-
winkel von MFW = 5,7° liegen.246 
 
 IR




Abbildung 37: Normierte Intensitäten der Ramanbande bei 1095cm-1 von Flachsfasern, Bakterien- und mikro-
fibrillaren Cellulosen in Funktion des Winkels ϕ zwischen Faserfibrille und Laserlicht (Quelle: Tanpichai et al. 
(2011), S. 1343)  
                                                          







Das Hauptaugenmerk der Ramanspektroskopie in der Charakterisierung von Pflanzenmateria-
lien stellt mit Blick auf die Ligninfraktion deren Quantifizierung dar. Für insgesamt 23 Na-
delholzzellstoffe konnten Ibrahim et al. mithilfe der Ramanspektroskopie deren Restligninge-
halte bestimmen. Dazu ermittelten sie die die Aromatenpeakareale 1600RA bei einer Wellen-
länge von rd. 1600cm-1 (vgl. Abbildung 38a). Zur Normierung wurden zusätzlich die in Ab-
bildung 38b dargestellten Celluloseareale 1095RA bei 1095cm-1 integriert. Im Ergebnis der Un-
tersuchungen stellte sich heraus, dass das Peakflächenverhältnis mit den entsprechenden Kap-
pa-Zahlen korrelierte und ein in Gleichung 33 angegebener linearer Zusammenhang zwischen 






1095  = -0,15 + 0,016 · Kappa-Zahl  Gleichung 33 
 
 
Abbildung 38a und b: FT-Ramanspektren von Kiefernholz-milled-wood-lignin (a) und delignifiziertem Holzzell-
stoff (b) mit den zur Ligninberechnung verwendeten Peakareale LigninRA und 
Cellulose
RA (Quelle: Ibrahim et al. 
(1997), S. 394f, bearbeitet) 
  
                                                          
247 Vgl. Ibrahim et al. (1997), S. 397-401 
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Für ungebleichte bzw. teilweise gebleichte Kraftzellstoffe wiesen Agarwal et al. in Analogie 
zu Ibrahim et al. einen direkten Zusammenhang zwischen den Peakverhältnissen der Banden-
intensitäten 1600RI und 1095RI und der Kappa-Zahl nach.248  
Weiterführende Untersuchungen zeigten für alkaliperoxid-gebleichte Pflanzenmaterialen der 
Kiefer, Schwarzfichte, Espe, Amerikanischen Weißeiche und des Getreidehalmes sowie für 
Kraftzellstoff und enzymatisch gewonnene Fichtenlignine die Gültigkeit des in Gleichung 34 
gegebenen Ausdrucks. Die entsprechenden Ramanspektren sind in Abbildung 39a dargestellt. 
Mit den probenspezifischen Ramanintensitäten 1600RI und 1095RI konnte nach Abbildung 39b 
ein allgemeingültiger Ligninquantifizierungsansatz zur Bestimmung von Klasonligningehal-






1095  ~ wKlason Gleichung 34 
 
 
Abbildung 39a und b: FT-Ramanspektren von alkaliperoxid-gebleichten Pflanzenmaterialien (Kiefer, Schwarz-
fichte, Espe, Amerikanische Weißeiche, Getreidehalm) sowie eines enzymatisch gewonnen Fichtenlignins und 
eines Kraftzellstoffes (a) und der einheitliche Linearregression zwischen den Quotienten der Ramansignale 1600RI 




                                                          
248 Vgl. Agarwal, Weinstock, Atalla (2003), S. 24ff 





II.2.3.2.2 Bestimmung des S/G-Verhältnisses 
An Modellsubstanzen von 4-Methylphenol, 2-Methoxy-4-methylphenol und 2,6-Dimethoxy-
4-methylphenol, die beispielhaft für die H-, G- bzw. S-Einheiten der Pflanzenlignine stehen, 
ordneten Larsen und Barsberg deren Peaks entsprechende Schwingungsmoden in den Wellen-
zahlenbereichen 3150-2700cm-1 und 1650-300cm-1 zu. Im Frequenzbereich von 1650 bis 
1100cm-1 der Abbildung 40, wurden u.a. Ramansignale identifiziert, die als Marker für deren 
korrespondierende Ligninmonomereinheiten herangezogen werden können. Im 2,6-
Dimethoxy-4-Methylphenol existiert ein intensives und exklusives Ramansignal bei 1336cm-
1. Dieses wird durch Ringschwingungen hervorgerufen, die über COC-Streckmoden mit den 
Methoxygruppen an C(2)- und C(6)-Position des Aromatenringes gekoppelt sind. Das 2-
Methoxy-4-methylphenolmolekül weist bei 1288 und 1271cm-1 ein Doppelpeak auf, der auf 
Ringdeformationen, COH-Beugeschwingungen und CO-Streckschwingungen des Methoxy-
substituenten zurückzuführen sind. Eine mögliche Identifizierungsbande für H-Einheiten 
könnte bei 1173cm-1 liegen, die auf COH-Deformationsschwingungen begründet ist.250 
 
 
Abbildung 40: FT-Ramanspektren der Ligninmodellsubstanzen 2,6-Dimethoxy-4-methylphenol (a), 2-Methoxy-
4-methylphenol (b), 4-Methylphenol (c) und deren mögliche Markerpeaks bei 1336cm-1 (S-Marker), 1271cm-1 
(G-Marker), 1173cm-1 (H-Marker) im Wellenzahlbereich 1650-1100cm-1 (Quelle: Larsen, Barsberg (2010), S. 
8016, bearbeitet) 
 
Sun et al. ordneten 16 Ligninmodellsubstanzen251 deren Ramanpeaks zu und identifizierten in 
                                                          
250 Vgl. Larsen, Barsberg (2010), S. 8011-8020 
251 Vgl. Sun et al. (2011), S. 649: 4-Kresol, 4-Hydroxybenzaldehyd, 4-Methylanisol, trans-4-Cumarsäure, 2-
Methoxy-4-merthylphenol, 4-Hydroxy-3-methoxybenzaldehyd, 3,4-Dimethoxytoluen, trans-Ferulasäure, Co-
niferylalkohol, 2,6-Dimethoxy-4-methylphenol, 3,5-Dimethoxy-4-hydroxybenzaldehyd, 3,4,5-Trimethoxytoluen, 
Sinapinsäure, Sinapylalkohol, trans-3,5-Dimethoxy-4-hydroxyzimtaldehyd, 4-Hydroxy-3-methoxyzimtaldehyd 
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Analogie zu Larsen und Barsberg für 1381 bis 1331cm-1 syringylspezifische und für 1275-
1262cm-1 guaiacylspezifische Markerbanden. Auf Basis dieser Erkenntnisse wurden mit Blick 
auf die Quantifizierung der S/G-Verhältnisse unterschiedliche Pflanzenmaterialien252 raman-
spektroskopisch untersucht. Die Ermittlung der S- und G-spezifischen Ramansignale erfolgte 
durch Peakdeconvolution im Wellenzahlbereich 1530-1220cm-1 mittels kombinierter Gauß-
/Lorentzkurven gemäß Abbildung 41a. Es konnte gezeigt werden, dass die ramanspek-
troskopisch ermittelten S/G-Verhältnisse mit Ergebnissen von Pyrolyse-GC/MS-Aufschlüssen 
korrelierten und mit Literaturwerten vergleichbar waren.253 
Die Empfindlichkeit der oben beschriebenen Deconvolutionsmethode wird an Ramanspektren 
der Wildform und zweier Transgenformen der Pappel in Abbildung 41b deutlich. Unter Ver-
wendung von vier Gaußkurven wurden die S/G-Verhältnisse im Wellenzahlbereich 1380-
1240cm-1 ermittelt und es wurde aufzeigt, dass die Werte der S/G-Verhältnisse der enzymak-
tivitätsreduzierten Holzproben um rund 35% unter denen der Wildform lagen.254 
 
 
Abbildung 41a und b: FT-Ramanspektren von Eukalyptus, Rutenhirse, Kiefer (a), Pappel (Wildform (1), 
Cumarsäure-CoA-Ligase reduzierte Transgenformen (2, 3)) (b) und deren Peakdeconvolution im Wellenzahlbe-
reich 1530-1220cm-1 (zu sehen sind nur die Gauß-/Lorentzkurven der S-, G-, H-Marker)(a) bzw. im Wellenzahl-
bereich 1380-1240cm-1 (b) zur Bestimmung der Peakintensitäten der S-Banden bei rund 1335cm-1 und G-Banden 




                                                          
252 Vgl. Sun et al. (2011), S. 648f: Mais, Rutenhirse, Eukalyptus, Kiefer, Sorghum, Schaumkresse 
253 Vgl. ebenda, S. 649-654 






Hemicellulosen und Cellulose besitzen vergleichbare funktionelle Gruppen, chemische Bin-
dungen und Grundgerüste und weisen infolge dessen ähnliche sich überlappende Ramanban-
den auf, was der Grund dafür ist, dass in Ramanspektren von Pflanzenmaterialien eine eindeu-
tige Unterscheidung beider Hauptkomponenten nicht gegeben ist. Nichtsdestotrotz werden in 
der Literatur verschiedene Möglichkeiten der ramanspektroskopischen Hemicellulosecharak-
terisierung vorgeschlagen. 
Zur Differenzierung der Polysaccharidfraktionen der Cellulose und Hemicellulosen bietet sich 
nach Himmelsbach et al. der Wellenzahlbereich 515-475cm-1 an. In diesem Bereich, der durch 
HCC- und HCO-Beugeschwingungen der Polysaccharide charakterisiert ist, zeigten sowohl 
Hemicellulosemodellsubstanzen255 als auch Hemicellulosefraktionen des Flachses und des 
Riesenchinaschilfs Signale auf, welche bei Cellulose fehlten. Dieser, in Abbildung 42a darge-
stellte, Bereich sollte somit zur qualitativen Auseinanderhaltung beider Polysaccharidfraktio-
nen nutzbar sein.256,257,258 
Pektinartige Pflanzenkomponenten besitzen nach Abbildung 42b bei ~850cm-1 Signale, die 
auf die α-glycosidischen Bindungen der Zuckermonomere zurückzuführen sind und als Pek-
tinmarkerbanden fungieren. Bei der anomeren Konfiguration der α-Pyranosezucker tragen 
neben den, in Äquatorialebene wirkenden, C(1)-H-Deformationsmoden259,260 auch CCO-, 
OCO-Beugeschwingungen261 zur Bildung der Ramansignale bei. Für Pektine gaben Engelsen 
und Nørgaard die C(6)-C(5)-O(5)-C(1)-O(1)-Skelettschwingung als Ursache der Ramanbande bei 
850cm-1 an262. Durch Integration der Pektinmarkerbande wurde die Verteilung der Pektin-
komponenten über die Zellwände von Blättern des Neuseeländischen Flachs263 sowie im 
Stamm des Winterschachtelhalms264 aufgezeigt. 
Die in Hemicellulosen vorkommenden Uronsäuren, deren Esterformen sowie Acetylgruppen 
rufen C=O-Streckmoden-indizierte Ramansignale im Wellenzahlbereich 1750-1720cm-1 her-
vor und können damit als Hemicelluloseindikatoren betrachtet werden265,266. Im Ergebnis der 
                                                          
255 Vgl. Himmelsbach, Akin (1998), S. 992: Mikrokristalline Cellulose (PH 105), Glucomannan (Teufelszunge), 
Xylan, Xyloglucan (Tamarind), 1,5-α-Arabinan (Zuckerrübe)  
256 Vgl. ebenda, S. 993f 
257 Vgl. Himmelsbach, Khahili, Akin (1999), S. 363ff 
258 Vgl. Chu et al. (2009), S. 4921f 
259 Vgl. Vasko, Blackwell, Koenig (1972), S. 409ff 
260 Vgl. Cael et al. (1975), S. 1151 
261 Vgl. Corbett et al. (1991), S. 1405-1409 
262 Vgl. Engelsen, Nørgaard (1996), S. 15 
263 Vgl. Richter, Müssig, Gierlinger (2011), S. 766-769 
264 Vgl. Gierlinger, Sapei, Paris (2008), S. 971-978 
265 Vgl. Séné et al. (1995), S. 1626f 
266 Vgl. Synytsya et al. (1995), S. 101ff 
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ramanspektroskopischen Untersuchung der Hemicellulosemodellsubstanzen wurden in Abbil-
dung 42a und b entsprechende Signale in den Spektren von Glucomannan (acetylhaltig) (2), 
α-D-Polygalacturonsäuremethylester (6), α-D-Polygalacturonsäure (7) und Rhamnogalacturo-
nan I (9) detektiert267. 
 
 
Abbildung 42a und b: FT-Ramanspektren im Wellenzahlbereich 1850-200cm-1 der neutralen Polysaccharide (a) 
Cellulose (1), Glucomannan (2), Xylan (3), Xyloglucan (4), Arabinan (5) und der pektinartigen Polysaccharide 
(b) α-D-Polygalacturonsäuremethylester (6), α-D-Polygalacturonsäure (7), Calciumpektinat (8), Rhamnogalac-
turonan I (9), Pektingalactan (10) mit den spezifischen Markerbanden bei 1740, 850 und 500cm-1 (Quelle: Him-






                                                          






Die konfokale Ramanmikroskopie stellt zur Aufklärung von Pflanzenstrukturen eine potente 
Analysemethode dar und wird zur Untersuchung unterschiedlichster Pflanzengruppen wie 
Nadelhölzer, Laubhölzer und weiterer Pflanzenarten eingesetzt. 
Ein zentraler Punkt der Charakterisierung von Pflanzengeweben stellen die Abbildung der 
Verteilung der zugfestigkeitsbestimmenden Cellulosefraktion sowie die Ermittlung der Mi-
krofibrillenwinkel (MFW) dar.  
Zur Bestimmung der Celluloseverteilung wurden Integrationen bei unterschiedlichen Wellen-
zahlenbereichen durchgeführt. Beschrieben sind u.a. Spektrenbereiche von (3000)2920-
2895(2768)cm-1, (1199)1178-1002(978)cm-1 und (401)400(390)-(355)345(331)cm-1. In allen 
untersuchten Pflanzenarten wurden die höchsten Cellulosegehalte in den Sekundärwänden S2 
nachgewiesen, im Gegensatz dazu wiesen die Zellwandecken und Mittellamellen geringe bis 
keine Cellulosekonzentrationen auf (vgl. Abbildung 43a und b).268 269,270,271,272,273,274,275  
Speziell für Cornus alba wurden unterschiedliche S2-Gehalte in Abhängigkeit der Zellarten 
ermittelt. Die höchsten Cellulosegehalte enthielten demnach die Faserzellwände, gefolgt von 
den Parenchymstrahlen. Die geringsten Werte wurden für die Gefäßzellen ermittelt.276 
Die Bestimmung der Lage der Ramanbanden bei ~1095 und ~1120cm-1 zeigte für Populus 
nigra Ramanshifts von 1097 bzw. 1123cm-1 für Zugholz hin zu 1094 bzw. 1121cm-1 für 
Druckholz auf, was auf Cellulosefibrillendeformationen in den Reaktionshölzern zurückge-
führt wurde.277 
Die Auswertung der Peakhöhen der orientierungssensitiven Cellulosebande bei 1095cm-1 er-
möglicht die Bestimmung des Mikrofibrillenwinkels. Analog Abbildung 43c wurde festge-
stellt, dass die größten Faserwinkel innerhalb der Sekündärwände S1 existierten und die S2-
Wände geringe MFW-Werte aufwiesen278,279,280. Unterschiede zwischen den S2-MFW-
Werten wurden für Fichtenholz bestimmt, bei denen die Faserwinkel von 0-28° im Spät- auf 
                                                          
268 Vgl. Agarwal (2006), S. 1148f 
269 Vgl. Gierlinger Sapei, Paris (2008), S. 973-977 
270 Vgl. Konnerth et al. (2009), S. 4404f 
271 Vgl. Li et al. (2010), S. 2610 
272 Vgl. Ji et al. (2013), S. 215 
273 Vgl. Ma et al. (2013a), S. 247f 
274 Vgl. Ma et al. (2013b), S. 2226f 
275 Vgl. Gierlinger (2014), S. 3-6 
276 Vgl. Ma et al. (2013a), S. 247f 
277 Vgl. Ma et al. (2013b), S. 2229f 
278 Vgl. Gierlinger, Schwanniger (2006), S. 1247-1252 
279 Vgl. Konnerth et al. (2009), S. 4404f 
280 Vgl. Ji et al. (2013), S. 215f 
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33-42° im Zug- und maximal 49° im Druckholz anstiegen281.  
In Blättern von Phormium tenax bestimmten Richter et al. gewebespezifische MFW-Werte. 
Für Sklerenchymzellen wurden hohe Varianzen von 4 bis 40° ermittelt, in Kollenchym- und 
Parenchymzellen lagen die Mikrofibrillenwinkel bei 57-58°.282  
 
 
Abbildung 43a, b und c: Ramanabbildungen eines Querschnittes von Pappelspätholz in Abhängigkeit der inte-
grierten Wellenzahlbereiche 3060-2780cm-1 (a), 1195-1026cm-1 (b), 1105-1090cm-1 (c), die mit den CH/CH2-
Anteilen der Cellulose (a), den Cellulose/Polysaccharidfraktionen (b) und den Mikrofibrillenwinkeln korrespon-
dieren (c) stehen (Quelle: Gierlinger, Schwanniger (2006), S. 1247, bearbeitet) 
 
Die Ermittlung der druckaufnehmenden Ligninkomponenten in Pflanzengeweben erfolgt aus-
schließlich durch Bestimmung der Peakflächen im Bereich der Aromatenschwingungen bei 
~1600cm-1. Unabhängig der analysierten Pflanzengruppen wurde festgestellt, dass in der Re-
gel die Zellwandecken, gefolgt von den Mittellamellenschichten die höchsten Ligningehalte 
aufwiesen und die Sekundärwände S2 durch niedrige Ligningehalte charakterisiert wa-
ren283,284,285,286,287,288,289,290.  
Mittels Ramanmikroskopie wurden Unterschiede zwischen Reaktions- und Normalhölzern 
ermittelt. Demnach traten in Abbildung 44a-c im Zugholz von Picea abies leichte Ligninin-
korporationen in S2-Wandarealen nahe des Lumens auf und die S2-Zellwände des Druckhol-
zes waren nahe der S1-Schicht merklich lignifizert. Darüber hinaus fehlten bei Druckholz 
teilweise Lignineinlagerungen in die Zellwandecken291 und Analysen des Reaktionsholzes 
                                                          
281 Vgl. Gierlinger et al. (2010), S. 590ff 
282 Vgl. Richter, Müssig, Gierlinger (2011), S. 766-769 
283 Vgl. Gierlinger, Schwaninger (2006), S. 1247-1252 
284 Vgl. Agarwal (2006), S. 1145-1151 
285 Vgl. Konnerth et al. (2009), S. 4404f 
286 Vgl. Hänninen, Kontturi, Vuorinen (2011), S. 1890-1892 
287 Vgl. Ji et al. (2013), S. 214f 
288 Vgl. Ma et al. (2013a), S. 247-251 
289 Vgl. Gierlinger (2014), S. 2-8 
290 Vgl. Ma et al. (2014), S. 959f 









Abbildung 44a, b und c: Ligninverteilung über Fichtenquerschnitte von Normalholz (a), Zugholz (b) und 
Druckholz (c) durch Integration des Ramanwellenzahlbereiches 1696-1542cm-1 (Quelle: Gierlinger et al. 
(2010), S. 593, bearbeitet) 
 
Untersuchungen unterschiedlicher Pflanzengewebe von Phormium tenax zeigten um Phloem- 
und Xylemgewebe hohe Lignineinlagerungen an, die diese ringförmig umschlossen. Die 
höchsten Lignineinlagerungen wurden in Zellecken und Mittellamellen der Kollenchym- und 
Sklerenchymzellen verzeichnet. Daneben waren auch die Zellwände des Kollenchyms und 
Sklerenchyms moderat lignifiziert, Parenchymzellwände wiesen keine oder nur sehr schwa-
che Ligningehalte auf.293 
Das Vorhandensein der Ligninpräkursoren Coniferylalkohol und -aldehyd in Pflanzenzell-
wänden wurde an Materialien der Kiefer294, der Fichte295,296,297, der Pappel298 und des Tartari-
schen Hartriegels299 durch Quantifizierung des Ligninareals bei rund 1660-1630cm-1 erbracht. 
In Miscanthus sinensis sind neben der Verteilung des Lignins auch Hydroxyzimtsäuren (p-
Cumar- und Ferulasäuren) nachgewiesen worden, die, mit den Ligninstrukturen fest assoziert, 
in den Zellecken und Mittellamellen vorlagen300. 
Der Nachweis von Hemicellulosen gestaltet sich insbesondere für β-1,4-verknüpfte Polymere 
aufgrund celluloseähnlicher Ramanspektren schwierig301. Die Verteilung α-glycosidisch ver-
knüpfter Hemicellulosekomponenten wie etwa Pektine konnte dagegen mithilfe des spezifi-
                                                          
292 Vgl. Ma et al. (2013b), S. 2227 
293 Vgl. Richter, Müssig, Gierlinger (2011), S. 766-769 
294 Vgl. Hänninen, Kontturi, Vuorinen (2011), S. 1891ff 
295 Vgl. ebenda 
296 Vgl. Ji et al. (2013), S. 216 
297 Vgl. Gierlinger (2014), S. 2-5 
298 Vgl. Ma et al. (2013b), S. 2228f 
299 Vgl. Ma et al (2013a), S. 248ff 
300 Vgl. Ma et al. (2014), S. S. 957-962 
301 Vgl. Chylińska, Szymańska-Chargot, Zdunek (2014), S. 3-6 
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schen Ramanpeaks bei 857cm-1 in Pflanzengeweben ermittelt werden. In Equisetum hyemale 
sind nach Abbildung 45a-c Pektineinlagerungen im Hypodermis- und Epidermisgewebe so-
wie zwischen den vaskulären Bündeln nachgewiesen worden302. In Phormium tenax waren 
die Parenchymzellen in Pektinschichten eingelagert303 und in den Zellecken von Solanum 
lycopersicum fanden sich die höchsten Pektingehalte304.  
 
 
Abbildung 45a, b und c: Pektineinlagerungen im Hypodermis- (a) und Epidermisgewebe (b) sowie zwischen den 
vaskulären Bündeln (c) durch Integration des Ramanwellenzahlbereiches 875-844cm-1 (Quelle: Gierlinger, 




                                                          
302 Vgl. Gierlinger, Sapei, Paris (2008), S. 972-977 
303 Vgl. Richter, Müssig, Gierlinger (2011), S. 766-769 
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III.1 Materialien und Probenpräparation 
 Eingesetzte Probenmaterialien III.1.1
Als Cellulosen kamen zwei mikrokristalline Cellulosen (MCC), fünf Bakteriencellulosen 
(BC) sowie als Derivat Cellulose-2,5-acetat (CAc) und ein nach dem Sulfit-Verfahren ge-
wonnener Eukalyptuszellstoff (EuZ) zum Einsatz305. Bezogen wurden die mikrokristallinen 
Cellulosen über Sigma Aldrich. Die Bakteriencellulosen wurden vom Forschungszentrum für 
Medizintechnik und Biotechnologie fzmb GmBH Bad Langensalza durch Dr. Kerstin Schluf-
ter in Vlies- und in zerfaserter Form zur Verfügung gestellt. Der Eukalyptuszellstoff stammte 
aus Beständen des Instituts für Pflanzen- und Holzchemie IPHC Tharandt. Beim Cellulosetri-
acetat handelte es sich um ein Produkt der Firma Acetati S.p.a Verbania Pallanza (Italien). 
Insgesamt wurden 14 Ligninmodellsubstanzen (LM)306 und vier Hemicellulosen307 im Rah-
men der Doktorarbeit analysiert. Alle Ligninmodellsubstanzen sowie die Xylan- und Arabi-
nogalactanhemicellulosen wurden über Sigma Aldrich bezogen. Die Hemicellulosen des 
Glucammans und Xyloglucans stammen von Megazyme.  
Hinsichtlich der Pflanzenmaterialien wurden in Summe 36 unterschiedliche Pflanzenspezies 
untersucht, die sich in die Kategorien der Laub- und Nadelhölzer, Einjahrespflanzen und 
Nussschalen einordnen lassen308. 
Bis auf das Fichtenholz wurden alle Laub- und Nadelholzproben freundlicherweise von Herrn 
Andreas Geißler zur Verfügung gestellt. Vom Institut für Pflanzen- und Holzchemie IPHC 
Tharandt stammen Fichtenholz, Haferspelzen und Zuckerrübenschnitzel. Im Rahmen des E-
CEMP-C2-Teilprojektes „BioComp“309 stellte Herr Sören Tech vom Institut für Holztechnik 
und Faserwerkstofftechnik IHF Dresden Gersten-, Roggen- und Weizenstroh sowie Hanf-
schäben und Dr. Melanie Horbens vom Institut für Botanik Dresden Flachsstängel von 
Pflanzversuchen zur Verfügung. Goldruten- und Chinagrasmaterial stammen aus selbstständig 
durchgeführten Freilandversuchen.  
  
                                                          
305 siehe Kapitel VI.1.1, Tabelle 15, S. CLXXXIII 
306 siehe Kapitel VI.1.2, Tabelle 18, Tabelle 19, Tabelle 20, S. CLXXXVI 
307 siehe Kapitel VI.1.3, Tabelle 22, S. CLXXXVIII 
308 siehe Kapitel VI.1.4, Tabelle 24, Tabelle 25, Tabelle 26, Tabelle 27, S. CLXXXIX f 
309 ECEMP: European Centre for Emerging Materials and Processes Dresden 





III.1.2.1 Präparation amorpher Cellulosen 
Zur Bereitung von Celluloseproben unterschiedlicher Kristallinitätsgrade wurden an den mik-
rokristallinen Cellulosen MCC(1) und MCC(2) sowie des Eukalyptuszellstoffes EuZ definier-
te Cellulose-/Zellstoffaufmahlungen in den Mahlaggregaten einer Schwingmühle MM2000 
und einer Planetenmühle PM100 der Firma Retsch durchgeführt310. Die zur Verfügung ge-
stellten Bakteriencellulosen lagen als kompakte Vliese und in zerfaserter Form vor311, eine 
weitere Aufarbeitung/-mahlung der Proben erfolgte nicht.  
Im Hinblick auf Cellulose(-fasern) bewirkt die Mahlung neben der Einkürzung der Cellulo-
sefibrillen eine Zerkleinerung der Cellulosekristallite und damit einhergehende Amorphisie-
rung des Probenmaterials. Versteht man das teilkristalline Biopolymer Cellulose als ein 
Zweiphasenmodell312 und lässt in der Fachliteratur diskutierte parakristalline Celluloseantei-
le313,314 unberücksichtigt, so liegt auf übermolekularer Ebene neben einer ungeordneten amor-
phen Iam eine kristalline geordnete Form Icr vor. Der Anteil der kristallinen Form ist als Cellu-
losekristallinität(-sindex) Xcr nach Gleichung 35 beschreibbar.  
 
Xcr = 100% · 
Icr
Iam + Icr
 Gleichung 35 
 
Der Anteil der kristallinen Cellulosephase Icr sinkt nach Gleichung 36 mit steigendem Mah-
lenergieeintrag und nimmt im Grenzfall der kompletten Amorphisierung den Wert 0 in Glei-
chung 37 an. 
 
Xcr↓ = 100 · 
Icr↓
Iam↑ + Icr↓
 Gleichung 36 
Xcr = 0% = 100 · 
0
Iam↑ + 0
 Gleichung 37 
 
  
                                                          
310 siehe Kapitel VI.1.1, Tabelle 16, Tabelle 17, S. CLXXXIII ff 
311 Die Zerkleinerung der Proben erfolgte im Forschungszentrum für Medizintechnik und Biotechnologie in Bad 
Langensalza unter Verwendung einer Ultrazentrifugalmühle. 
312 Vgl. Fink, Fanter, Philipp (1985), S. 1-8 
313 Vgl. Larsson, Wickholm, Iversen (1997), S. 19-25 
314 Vgl. Hult, Larsson, Iversen (2000) in: Cellulose 7, S. 35-55 
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Das Prinzip der Mahlung beruht auf der Kraftübertragung der, durch Schwing- bzw. Rotati-
onsbewegungen der jeweiligen Mühle induzierten, kinetischen Zerkleinerungsenergien WZ 
der Mahlkugel(n) und deren Mahlbehälter in Form der Beanspruchungsenergie WB auf das 
Mahlgut. Während der Mahlung wirken als Mikroprozesse Druck-, Schlag- und Scherbean-
spruchungen auf das Mahlgut315. In technischen Prozessen gehen dem Mahlprozeß Anteile 
von WZ in Form von z.B. Wärmeentwicklung oder Abrieberscheinungen verloren, die als 
„Verlustenergie“ WV beschreibbar sind, so dass als allgemeine Formel Gleichung 38 gilt. Un-
ter Berücksichtigung der Mahlzeit tM ist nach Gleichung 39 der entsprechende Mahlimpuls 
pZ  definiert. 
 
WZ = WB + WV Gleichung 38 
pZ = WZ · tM Gleichung 39 
 
Aus den Mahlprinzipen der beiden Mahlaggregate MM2000 und PM100 wird im Folgenden 
die Größe pZ hergeleitet.  
 
III.1.2.1.1 Schwingmühle MM2000 
Bei der Schwingmühle MM2000 (Retsch GmbH, Haan, Deutschland) führen die Mahlbehäl-
ter in horizontaler Lage Schwingungen aus, wodurch die Mahlkugeln ihre kinetischen Ener-
gien erlangen, die sie schlagartig beim Erreichen der Amplitude auf die Hülsen und der darin 
befindlichen Mahlgüter in Form von Prall- und Reibungsenergien abgeben. Unter Berücksich-
tigung der mittleren Mahlbehältergeschwindigkeit vMM2000, die aus der maximalen Auslen-
kung der Mahlhülse sMM2000 und der Mahlfrequenz fMM2000 ermittelbar ist (Gleichung 41), ist 
unter Verwendung der kinetischen Energie der Translationsbewegung aus Gleichung 40 Glei-
chung 42 formulierbar. 
 
pZ ~ 12  · m · v2  · tM Gleichung 40 
v ~ sMM2000 · fMM2000 Gleichung 41 
pZ ~ 12  · m · (sMM2000 · fMM2000)2  · tM Gleichung 42 
                                                          
315 Weiß (2004), S. 37-46 




Da sowohl die Massen m der Mahlhülsen und –kugeln als auch die aufzumahlenden Cellulo-
semengen316 sowie die Mahlwege sMM2000 der Mahlbehälter konstant sind, können diese zu 
einer Mühlenkonstanten K1 in Gleichung 43 zusammengefasst werden. Der spezifische Mah-
lenergieeintrag pZ/K1 der Schwingmühle MM2000 ist folglich nach Gleichung 44 proportio-
nal dem Produkt aus Mahldauer tM und quadrierter Mahlfrequenz fMM2000317. 
 




 ~ fMM20002 · tM Gleichung 44 
 
III.1.2.1.2 Planetenkugelmühle PM100 
Bei der Planetenmühle PM100 (Retsch GmbH, Haan, Deutschland) rotiert ein mit Mahlku-
geln bestückter Mahlbehälter erstens um seine eigene Achse und zweitens um die Achse eines 
Sonnenrades. Die durch die Mahlbewegungen freigesetzten Zerkleinerungsenergien wirken 
als Kombination von Prall- und Reibungskräften auf das Mahlgut und zerkleinern dieses. 
Analog Gleichung 45 erfolgt die Bestimmung der Größe pZ durch Gleichsetzung mit der kine-
tischen Energie der Rotationsbewegung.  
 
pZ ~  12  · JPM100 · (2πnPM100)2  · tM Gleichung 45 
 
Durch Zusammenfassen des Trägheitsmoments JPM100318 und 2π zur Mühlenkonstante K2 in 
Gleichung 46 ist der spezifische Mahlenergieeintrag pZ/K2 gemäß Gleichung 47 proportional 
dem Produkt aus Mahlzeit und quadrierter Umdrehungszahl319. 
 
pZ ~ K2 · nPM1002 · tM Gleichung 46 
  
                                                          
316 Zur Aufmahlung wurden stets 1g Cellulose- bzw. Zellstoffmaterial verwendet. 
317 siehe Kapitel VI.1.1, Tabelle 16, Tabelle 17, S. CLXXXIII ff 
318 Das Trägheitsmoment wird als konstant angenommen, da zur Cellulose-/Zellstoffaufmahlung beständig 8 
(große) Mahlkugeln und 10g Cellulose- bzw. Zellstoffmaterial verwendet wurden. 
319 siehe Kapitel VI.1.1, Tabelle 16, Tabelle 17, S. CLXXXIII ff 





 ~ nPM1002 · tM Gleichung 47 
 
III.1.2.2 Aufmahlung der Pflanzenmaterialien und Präparation 
definierter Modellsubstanz-/Cellulosemischungen 
Zur Gewinnung pulverförmiger Pflanzenmaterialien, die als Ausgangsstoffe in kompakter 
Form wie Holzproben oder Stroh vorlagen, mussten diese entsprechend zerkleinert werden. 
Dazu wurden die Holzproben mittels Holzraspel und Strohmaterialien durch Verwendung 
eines Lebensmittelzerkleinerers Multiboy LZ 251 (VEM Sachsenwerk GmbH, Dresden, 
Deutschland) soweit vorzerkleinert, dass diese in die Mahlbehälter der Schwingmühle 
MM2000 passten. Anschließend erfolgte bei fMM2000 = 80Hz und tM = 5min die Pulverisierung 
der vorzerkleinerten Pflanzenproben (mProbe ≈ 1g). Größere vorzerkleinerte Mengen (mProbe ≈ 
10g) an Goldruten- und Flachsstängeln wurden in der Planetenmühle PM100 bei nPM100 = 
250min-1 und tM = 30min aufgemahlen.  
Die Herstellung definierter Modellsubstanz-/MCC(2)-Mischungen erfolgte ausschließlich in 
der MM2000 mit fMM2000 = 20Hz und tM = 5min und Gesamteinwaagen von mMischung = 1g320. 
 
III.1.2.3 Präparation von Mikrotomschnitten 
Zur Strukturaufklärung von Pflanzenquerschnitten mittels Ramanmikroskopie stellte Dr. Me-
lanie Horbens (Institut für Botanik der TU Dresden, IHD Dresden) in Anlehnung an das 
Skript: „Untersuchungen zu Blütenfunktionen - Methoden“ (Heidelberger Institut für Pflan-
zenwissenschaften - Biodiversität und Pflanzensystematik, Ruprecht-Karls-Universität Hei-
delberg)321 Mikrotomschnitte von, in Technovit 7100®322 (Heraeus Kulzer GmbH, Hanau, 
Deutschland) eingebetteten, Flachsgeweben her.  
Zur Herstellung eines Mikrotomschnittes wurde das Pflanzengewebe durch einen mehrstufi-
gen Lösemittelaustauschprozess in aufsteigender Alkoholreihe zunächst vollständig entwäs-
sert. Anschließend erfolgte die Infiltration des Technovit 7100®-Polymergemisches in das 
Pflanzengewebe. Durch Polymerisation kam es zur Aushärtung des Polymergemisches und 
zur Fixierung und Einbettung des Pflanzengewebes im Kunststoff. Im letzten Schritt der Pro-
                                                          
320 siehe Kapitel VI.1.2, Tabelle 21, S. CLXXXVII und Kapitel VI.1.3, Tabelle 23, S. CLXXXVIII 
321 Vgl. Erbar (2008), S. 2-9 
322 Vgl. Heraeus Kulzer GmbH (2015), o.S.: Beim Technovit 7100® handelt es sich um ein 2-Hydroxyethylmeth-
acrylat-basierendes Polymerisationssystem. 




benpräparation wurde mittels Rotationsmikrotom (Reichert & Jung, Heidelberg, Deutschland) 
ein transversaler Schnitt hergestellt.323 
 
III.1.2.4 Präparation unterschiedlich stark substituierter Cellu-
loseacetate 
Zur Herstellung definierter Celluloseacetate mit unterschiedlichen Acetylgruppengehalten 
wurde eine heterogene Deacetylierung des Cellulose-2,5-acetats (CAc) durchgeführt324. Dazu 
wurde zunächst eine definierte CAc-Menge in deionisierten Wasser suspendiert. Anschlie-
ßend erfolgte die Zugabe von Natronlauge. In Zeitintervallen von 15min wurde aus der Sus-
pension eine Probe gezogen und mit Essigsäure neutralisiert. Nach erfolgter Waschung und 
Probentrocknung wurden die Acetylgruppengehalte der entsprechenden Proben nach der Me-





                                                          
323 Vgl. Erbar (2008), S. 2-9 
324 siehe Kapitel VI.2.1, Abbildung 100, Tabelle 28, Abbildung 101, Tabelle 29, Tabelle 30, S. CXCI-CXCIV 
325 Vgl. Samios, Dart, Dawkins (1997), S. 3045f 




 Nasschemische Pflanzenaufschlussmethoden III.2.1
III.2.1.1 Kürschner/Hoffer-Cellulose 
Zur Quantifizierung der Cellulosefraktionen in Pflanzengeweben wurde auf das von Kürsch-
ner und Hoffer 1929 vorgestellte Aufschlussverfahren zurückgegriffen. Als Aufschlussrea-
genz dient ethanolische Salpetersäure. Durch das Ethanol sind die Dissoziation und damit die 
starke hydrolytische Wirkung der Salpetersäure herabgesetzt. Des Weiteren wirkt sich die 
oxidierende Eigenschaft der Säure eher auf den überschüssig vorhanden Ethanol (unter Bil-
dung von Acetaldehyd) als auf die Bestandteile des Holzes aus. Im Ergebnis der Methode 
wird die Ligninfraktion vollständig zu ethanollöslichen Nitrokörpern nitriert und die Hemicel-
lulosen hydrolytisch abgebaut. Als Produkt wird eine nahezu reine weiße Cellulosefraktion 
erhalten, die methodenbedingt einen nur sehr geringen Restrückstand an Hemicellulosen auf-
weist.326 
Die Bestimmung der Celluloseanteile der Pflanzenmaterialien erfolgte nach dem, im Skript 
„Praktikum für Holztechniker“ beschriebenen, Celluloseaufschlussverfahren in Anlehnung an 
Kürschner und Hoffer.327,328 
 
III.2.1.2 Klason-Lignin 
Die quantitative Bestimmung des Lignins im Pflanzenmaterial basiert auf der Klason-Lignin-
Methode, die als TAPPI-Norm in der Holz- und Pflanzenchemie etabliert ist. Bei diesem Auf-
schluss werden die glycosidischen Bindungen der Polysaccharide säurehydrolytisch angegrif-
fen, was zum Kettenabbau der Cellulose- und Hemicellulosestrukturen hin zu löslichen Zuk-
kermonomeren führt. Nach erfolgter Reaktion liegt das sogenannte säureunlösliche Klason-
Lignin vor.329 
In Anlehnung an die TAPPI-Norm wurden die säureunlöslichen Klasonlignine unterschiedli-
cher Pflanzenmaterialen nach dem, im Skript: „Vorschrift zur Klason-Lignin-Bestimmung“ 
beschriebenen, Lignin-Aufschlussverfahren gewonnen.330,331  
                                                          
326 Vgl. Kürschner, Hoffer (1929): S. 125-139 
327 Vgl. Skript „Praktikum für Holztechniker“ (o. J.), S. 2 
328 siehe Kapitel VI.2.2.1, Abbildung 102, Tabelle 31 und Kapitel VI.2.2.5, Tabelle 36, S. CXCV-CCII 
329 TAPPI-Vorschrift T 222 om-02 (2002), S. 1-5 
330 Vorschrift für Klason-Lignin-Bestimmung (o.J.),o. S.) 
331 siehe Kapitel VI.2.2.2, Abbildung 103, Tabelle 32 und Kapitel VI.2.2.5, Tabelle 36, S. CXCVII-CCII 





Für die Bestimmung von Holocellulosen ist auf den, erstmals von Poljak 1948 beschriebenen, 
Peressigsäureaufschluss zurückgegriffen worden, bei dem bevorzugt das Lignin bei Reak-
tionstemperaturen von 60-80°C oxidativ abgebaut wird in und Lösung geht332. Während des 
Aufschlussprozesses werden parallel dazu geringe Anteile von Kohlenhydraten, vornehmlich 
Hemicellulosen, angegriffen und mitabgebaut333,334. Im Natriumacetat/Essigsäure-
abgepufferten System konnte Leopold einen nahezu ligninselektiven Aufschluss realisieren335. 
Alle Peressigsäureaufschlüsse sind nach der, im Skript „Praktikum für Holztechniker“ hinter-




An den Pflanzenmaterialien der Gräser wurden mit dem Ziel der Herauslösung der Hemicel-
lulosen und der in Graszellwänden vorkommenden Hydroxyzimtsäuren Alkaliaufschlüsse 
durchgeführt338,339,340,341. Als Aufschlussreagenz kam in einem Einstufenprozess Natronlauge 




                                                          
332 Vgl. Poljak (1948), S. 45f 
333 Vgl. ebenda 
334 Vgl. Haas, Schoch, Ströhle (1955), S. 469-474 
335 Vgl. Leopold (1961), S. 230ff 
336 Vgl. Skript “Praktikum für Holztechniker”, S. 3 
337 siehe Kapitel VI.2.2.3, Abbildung 104, Tabelle 34 und Kapitel VI.2.2.5, Tabelle 36, S. CXCVIII-CCII 
338 Vgl. Ralph et al. (1994), S. 3493 
339 Vgl. Schooneveld-Bergmans et al. (1998), S. 40 
340 Vgl. Robertson et al. (2008), S. 1721 
341 Vgl. Buranov, Mazza (2009), S. 1543 
342 siehe Kapitel VI.2.2.4Abbildung 105, Tabelle 35 und Kapitel VI.2.2.5, Tabelle 36, S. CXCIX-CCII 




III.2.2.1 Weitwinkelröntgendiffraktometrie und CP-MAS-13C-
Kernspinresonanzspektroskopie 
Zur Charakterisierung der Cellulosekristallinitäten der unterschiedlich präparierten mikrokris-
tallinen Cellulosen MCC(1), MCC(2), des Eukalyptuszellstoffes (EuZ) und der Bakteriencel-
lulosen (BC) wurden weitwinkelröntgendiffraktometrische Messungen am Diffraktometer-
System XRD 3003 TT (GE Sensing & Inspection Technologies GmbH, Ahrensburg, Deutsch-
land) durch Dr. Udo Steiner (Hochschule für Technik und Wirtschaft HTW Dresden) und 
kernspinresonanzspektroskopische Messungen am AVANCE 400 WB-Spektrometer (Bruker 
BioSpin MRI GmbH, Ettlingen, Deutschland) durch Dr. Erika Brendler (Institut der Analyti-
schen Chemie der TU Bergakademie Freiberg) durchgeführt. Die entsprechenden Mess- und 
Geräteparameter sind in Tabelle 3 bzw. Tabelle 4 aufgeführt. 
 
Tabelle 3: Parameter des Diffraktometer-Systems XRD 3003 TT 
Strahlung monochromatische CuKα-Strahlung, Anregungsspannung 40 kV, Stromstärke 30 
mA 
Messgeometrie Reflexion in Bragg-Brentano-Geometrie 
Messbereich 2θ = 6 bis 40°, Schrittweite 0.01°, 10 s Messzeit pro Schritt 
Detektor Szintillationsdetektor 
 
Tabelle 4: Parameter des AVANCE 400 WB-Spektrometers 
Rotor ZrO2-Rotator (4mm Außendurchmesser), 
10kHz 
Frequenzfeld Radiofrequenzfeld = 100,13MHz (13C),  
TwoPulsePhasemodulation-tppm15-Protonenentkopplungssequenz  
Kreuzpolarisation CP 1ms, 
80%-Rampe am 1H-Kanal, repitition rate: 3s 
Aquisitionszeit 30-50ms pro Scan (in Abhängigkeit der Probe),  
Aufnahme von bis zu 10000 Scans 
Chemische Verschie-
bung 
bezogen auf externes CH2-Gruppensignal des Adamantan 
 
  





Als Messgerät zur Aufnahme von Fourier transformierten Ramanspektren diente ein Multi-
RAM FT-Raman-Spektrometer343 (Bruker Optik GmbH, Ettlingen, Deutschland), dessen Ge-
rätekomponenten in Tabelle 5 hinterlegt sind. Für die FT-Ramanmessung wurde eine geringe 
Probenmenge in einen Alutiegel überführt und durch einen Stößel verdichtet. Der befüllte 
Tiegel wurde anschließend in den Lasergang fixiert. Gemessen wurde mit einer Laserleistung 
von 100mW (gegebenenfalls wurde diese in Abhängigkeit der Probe erhöht oder erniedrigt) 
und bei 100 Scans. Alle aufgenommenen FT-Ramamspektren, deren Wellenlängen im Stokes-
Bereich von 3500-50cm-1 lagen, wurden mithilfe der OPUS 6.5-Software grundlinienkorri-
giert (200 Iterartionspunkte, 50 Iterationen, konkave Gummibandmethode), vektornormiert 
und offsetkorrigiert344. 
 
Tabelle 5: Komponenten des MultiRAM FT-Raman-Spektrometers (Quelle: Bruker Optics (2014), S. 1f) 
Komponenten Beschreibung 
Laser Nd:YAG (luftgekühlt), Anregungswellenlänge λNd:YAG = 1064nm, maximale Laser-
leistung PNd:YAG = 1000mW 
Optik 90 und 180°-Geometrie 
Interferometer RockSolidTM Interferometer, goldbeschichtete Optik 
Detektor Ge-Detektor (flüssigstickstoffgekühlt) 
 
III.2.2.3 Dispersive Ramanmikroskopie 
Mit dem SENTERRA Dispersiven Ramanmikroskop345 (Bruker Optik GmbH, Ettlingen, 
Deutschland) wurden ortsaufgelöste Ramanmessungen von, in Technovit 7100® eingebette-
ten, Mikrotomschnitten durchgeführt, die es z.B. erlaubten, die Verteilung der Polysaccharid- 
und Ligninfraktion über die unterschiedlichen Pflanzengewebe aufzuzeigen. Zur Bestimmung 
der ortsspezifischen Cellulosekristallinitäten und der Ligningehalte wurden ferner in Anleh-
nung an die FT-Ramanspektroskopie entsprechende präparierte Cellulosen bzw. Modellsub-
stanzen sowie pulvriges Pflanzenmaterial in Aluminiumtiegel verbracht und gemessen. Die 
Ramanspektren wurden mit einer Laseranregungswellenlänge von λSENTARRA = 785nm bei 
einer Laserleistung von PSENTARRA = 100mW aufgenommen. Die Messzeit betrug 8s bei 8Co-
                                                          
343 Vgl. Bruker Optik GmbH (2014), S. 1f 
344 Vgl. Bruker Optik GmbH (2006), S. 139-157 
345 Vgl. Bruker Optik GmbH (2013), S. 1-8 
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Additionen. Zur Fokussierung des Laserlichts kam das Mikroskopobjektiv ×100/1.25 NA 
(WD=0,15) und die 50×1000µm-Schlitzappertur zum Einsatz. Der aufgenommene Spektral-
bereich lag zwischen 2661 und 105cm-1 (Stokes). Die Ramanspektren wurden in Analogie zur 
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IV.1 Bestimmung der Cellulosekristallinität 
 Charakterisierung mittels Weitwinkelröntgendiffrakto-IV.1.1
metrie (WAXS) 
Zur Bestimmung von Gitterkonstanten bzw. der Auswertung kristalliner Anteile semikristalli-
ner Stoffe (insbesondere des Biopolymers Cellulose) steht der Analytik mit der Weitwinkel-
röntgendiffraktometrie eine zuverlässige Methode zur Verfügung.  
In Abbildung 46 sind die Diffraktogramme WIProbe der Bakteriencellulose BC(1v) (a) und der 
Mahlreihe der mikrokristallinen Cellulose MCC(1) (b bis g) mit deren entsprechend leer ge-
messenen Probenträgern aus Plast WIBlind(Plast) und aus Metall WIBlind(Metall) im Röntgenbeu-
gungswinkelbereich von 6° bis 36° dargestellt. Die Diffraktogramme der kristallinen Cellulo-
sen (a bis c) weisen alle typischen Reflexe auf, die für die Gitterebenen 101, 101, 021, 002, 
040 der Celluloseelementarzelle stehen346.  
Von der unbehandelten Cellulose MCC(1)_(b) sind mit steigender mechanischer Probenbean-
spruchung von (b) nach (g) Intensitätserniedrigungen der Reflexe beobachtbar. Die 10 minü-
tig aufgemahlene Celluloseprobe MCC(1) (g) liegt, abgesehen von restkristallinen Signalen 
der 002- und 021-Reflexe, fast vollständig amorph vor - die Reflexe 101, 101 und 040 sind 
verschwunden.  
Im Gegensatz zur mikrokristallinen Cellulose fehlt bei der Bakteriencellulose BC(1v) (a) der 
040-Reflex vollständig - erklärbar ist dies mit der Probenart. Lagen bei den mikrokristallinen 
Cellulosen und den aufgemahlenen Eukalyptuszellstoffen ideale, d.h. pulverförmige Mess-
proben vor, so handelte es sich bei den Probenmaterialien der Bakteriencellulosen um Vliese, 
bei denen während der WAXS-Messungen neben Röntgenstreueffekten an den Cellulose-
Kristalliten auch Texturstreueffekte auftraten, die diese überlagerten und womöglich dazu 
führten, dass die 040-Reflexe nicht detektiert wurden. In der Folge würden die berechneten 
Cellulosekristallinitätswerte verfälscht sein, so dass die Anwendung der Weitwinkelrönt-
gendiffraktometrie für die zur Verfügung stehenden vliesartigen Bakteriencellulosen nicht 
gegeben war. 
In Abbildung 46 sind die kristallinen Flächen WAreacr1, WAreacr2, WAreacr3 und die amorphen 
Flächen WAreaam durch dunkel- bzw. hellgraue Markierungen gekennzeichnet. Die Abgren-
zung der kristallinen Bereiche erfolgte durch das Setzen von fünf Fixpunkten auf den Proben-
diffraktogrammen WIProbe bei WF1 = 12,5°, WF2 = 18,5°, WF3 = 25,5°, WF4 = 32,0° und WF5 = 
36,0°.  
                                                          
346 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 83ff 




Abbildung 46a bis f: Diffraktogramme der Röntgenweitwinkelmessungen der Bakteriencellulose BC(1v) (a) und 
der unterschiedliche stark mittels Mahlaggregat MM2000 bei 100Hz aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulo-
sen MCC(1) mit Mahlzeiten von 0min (b), 2min (c), 4min (d), 6min (e), 8min (f), 10min (g) sowie der dazugehö-
rigen Blindmessungen des Plastprobenträgers WIBlind(Plast) und des Metallprobenträgers WIBlind(Metall)  
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Die Ermittlung der amorphen Diffraktogrammbereiche WAreaam gestaltete sich einerseits auf-
grund unterschiedlicher Streu- und Reflexionserscheinungen der Röntgenstrahlung bei leeren 
und befüllten Probenträgern und andererseits durch Messungen mit variierenden Detektor-
blendeneinstellungen von Blende1 = 0,1mm und Blende2 = 0,2mm schwierig.  
Aus diesem Grund wurden zum Zweck einer optimalen Anpassung der „blindgemessenen“ an 
die mit Probenmaterialien bestückten Probenträger blendenspezifische Korrekturfaktoren Wfk,j 
eingeführt347. Die Ermittlung der Korrekturfaktoren erfolgte dabei im Bereich des Röntgen-
beugungswinkels zwischen den Fixpunkten WF3 = 25,5° und WF4 = 32° mittels iterativer An-
passung (vgl. Abbildung 46). In diesem Bereich sollte die Differenz der integrierten Flächen 
der Blind- und Probenmessungen möglichst gering sein und im optimalen Fall den Wert 0 
annehmen. Mit Gleichung 48 erfolgte die Berechnung der Faktoren Wfk,j iterativ zu Wfk,1 = 
0,85 (Blende1) und Wfk,2 = 1,2 (Blende2)348. 
 
 lim  1
nj





 → 0 Gleichung 48 
 
Im Ergebnis der Anwendung der Korrekturfaktoren Wfk,1 und Wfk,2 sind in Abbildung 46 gute 
Anpassungen der Diffraktogramme der blindgemessenen Probenträger WIBlind(Metall) und WIProbe 
WIBlind(Plast) an die Cellulosediffraktogramme WIProbe der Bakteriencellulose (a) und der 
MCC(1)-Mahlreihe (b…e) gegeben. Für die stark aufgemahlenen MCC(1)-Proben (f und g), 
welche als nahezu komplett amorphisiert angesehen werden können349, sind die Anpassungen 
weniger gut ausgeprägt, was korrekturfaktorbedingte Überbewertungen der Amorphanteile 
WAreaam hervorruft. 
Zur Quantifizierung der kristallinen Anteile der polykristallinen Cellulosen bzw. Zellstoffe 
existieren mit den Auswertemethoden nach Segal350, Ruland-Vonk351,352, Hermans-
Weidinger353,354,355 und Deconvolutions-Methoden356,357,358,359 unterschiedliche Möglichkeiten 
                                                          
347 Der Index j steht für die Blendeneinstellungen Blende1 (0,1mm) bzw. Blende2 (0,2mm).  
348 Es bedeuten WIBlind,j: winkelspezifische Signalintensitäten der leeren Probenträger, WIProbe,i: winkelspezifische 
Signalintensitäten der mit Probenmaterial befüllten Probenträger, nj: Anzahl der gemessenen Celluloseproben 
mit Blendeneinstellung j 
349 Alle cellulosetypischen Reflexe 101, 101, 002, 040 sind nicht mehr vorhanden. 
350 Vgl. Segal et al. (1959), S. 786-794 
351 Vgl. Ruland (1961), S. 1180-1185 
352 Vgl. Vonk (1973), S. 148-152 
353 Vgl. Hermans, Weidinger (1949), S. 135-144 
354 Vgl. Hermans, Weidinger (1961), S. 558-571 
355 Vgl. Horii, Hirai, Kitamaru (1982), S. 163-170 
356 Vgl. Ibbett, Domvoglou, Phillips (2008), S. 241-254 
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zur Bewertung der Röntgendiffraktogramme, was zu teilweise stark voneinander differieren-
den Cellulosekristallinitätswerte führt360,361. In der vorliegenden Arbeit wurde auf die weit-
verbreitete, da einfach durchzuführende, Segal-Methode zurückgegriffen362,363,364. Ferner 
wurde eine eigens entwickelte Subtraktionsmethode angewandt. 
 
IV.1.1.1 Auswertemethode nach Segal et al. 
Die Berechnung des Cellulosekristallinitätsindex WSXcr erfolgt mit den Intensitäten des 002-
Reflexes WIcr und des, für die amorphe Cellulosefraktion stehenden, Intensitätswertes WIam bei 
2Θ = 18°. Damit der Anteil des Untergrundes den Wert des zu ermittelnden Cellulosekristal-
linitätsindex WSXcr nicht verfälscht, wurden gemäß Abbildung 46 die Untergrundintensitäten 
WI18° und WI22,5° mitbestimmt – die entsprechenden Röntgenbeugungswinkel bei 2Θ = 18° und 
2Θ = 22,5° waren dabei fix. Der Wert WIcr ist röntgenbeugungsvariabel und stellt den Maxi-
malwert im Bereich 18,5° < 2Θ < 22,5° dar. Für die Mahlreihe der mikrokristallinen Cellulose 
MCC(1) ist bis zu einer Mahldauer von 6min der WIcr-Wert bei rund 22,5° verortet, danach 
verschiebt sich dieser aufgrund der Auswertemethode in Richtung niedrigerer Beugungswin-
kel. Dies bedeutet, dass insbesondere für hoch aufgemahlene Cellulosen der Cellulosekristal-
linitätsindex systematisch überschätzt wird. Mit den Intensitätswerten WIcr, WIam, WI22,5°, WI18° 




S = 100 · 
 IcrW  - I22,5°W   -  Iam W - I18,5°W  Icr W - I22,5°W    [%] Gleichung 49 
 
  
                                                                                                                                                                                     
357 Vgl. Garvey, Parker, Simon (2005), S. 1568-1575 
358 Vgl. Andersson et al. (2004), S. 346-353 
359 Vgl. Teeäär,  Serimaa, Paakkarl (1987), S. 231-237 
360 Vgl. Terinte et al. (2011), S. 118-131 
361 Vgl. Park et al. (2009), S. 641-647 
362 Vgl. Karinkanta, Illikainen, Niinimäki (2013), S. 277-283 
363 Vgl. Agarwal, Reiner, Ralph (2010), S. 721-733 
364 Vgl. Cao, Tan (2005), S. 314-317 
365 Vgl. Segal et al. (1959), S. 786-794 
366 zur Berechnung von W
SXcr siehe Kapitel VI.3.1, S. CCIII f 
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IV.1.1.2 Auswertung mittels Subtraktionsmethode 
Im ersten Schritt erfolgt zunächst die Integration sowohl des „blindgemessenen“ als auch des 
Cellulose/Zellstoff-Diffraktogramms im Röntgenbeugungswinkelbereich von 6° bis 36°, um 
im zweiten Schritt die Fläche des Untergrundes von der Cellulosefläche zu subtrahieren. Ge-
mäß dem Zweiphasenmodell367 wird das teilkristalline Polymer Cellulose als eine Mischfrak-
tion aus amorphen WAreaam und kristallinen Anteilen WAreacr (vgl. Abbildung 46) betrachtet, 
so dass Gleichung 50 gilt. 
 
	  IW Probe36°
2Θ=6°
 d2Θ - 1
fW k,j
 · 	  IW Blind36°
2Θ=6°
 d2Θ  = AreaamW  + AreacrW  Gleichung 50 
 
Zur Trennung der kristallinen Anteile WAreacr von den amorphen Reflexanteilen WAreaam 
wurden insgesamt fünf Fixpunkte WFi368 gesetzt. Demnach existieren insgesamt drei kristalli-
ne Flächen WAreacr1 (Gleichung 52), WAreacr2 (Gleichung 53), WAreacr3 (Gleichung 54), die in 
Summe gemäß Gleichung 51 den Gesamtkristallitanteil WAreacr der Celluloseprobe darstellen. 
 
AreacrW  =  AreacriW  3
i=1
 Gleichung 51 
Areacr1W  = 	  IProbeW18,5°
2Θ=12,5°
 d2Θ - IProbe;18,5°W  + IProbe;12,5°W
2
 · (18,5° - 12,5°) Gleichung 52 
Areacr2W  = 	  IProbeW25,5°
2Θ=18,5°
 d2Θ - IProbe;25,5°W  + IProbe;18,5°W
2
 · (25,5° - 18,5°) Gleichung 53 
Areacr3W  = 	  IProbeW36,0°
2Θ=32,0°
 d2Θ - IProbe;36,0°W  + IProbe;32,0°W
2
 · (36,0° - 32,0°) Gleichung 54 
 
Durch Substitution der in Gleichung 55 gegebenen kristallinen Fläche WAeracr und Gesamt-
fläche WAeraam + WAreacr mittels Gleichung 50 und Gleichung 51 ist Gleichung 56 herleitbar, 
mit der die Berechnung des Cellulosekristallinitätsindex WAXcr erfolgt369.  
                                                          
367 Vgl. Fink, Fanter, Philipp (1985), S. 1-8 
368 WF1 (12,5°; WIProbe;12,5%), WF2 (18,5°; WIProbe;18,5%), WF3 (25,5°; WIProbe;25,5%), WF4 (32,0°; WIProbe;32,0%), WF5 
(36,0°; WIProbe;36,0%) 
369 zur Berechnung von W
SXcr siehe Kapitel VI.3.1, S. CCIII f 




A  = 100 · 
AreacrW
AreaamW  + AreacrW   
    [%] Gleichung 55 
XcrW
A  = 100 · 
∑ AreacriW  3i=1 IW Probe36°2Θ=6°  d2Θ - 	 IW Blind36°2Θ=6°fW k,j  d2Θ  
    [%] 
Gleichung 56 
 
IV.1.1.3 Korrelationen der Auswertemethoden mit den spezifi-
schen Mahlenergieeinträgen 
Im Ergebnis der Anwendung der Segal- und Subtraktionsmethode ist die Wirkung der Mah-
lung auf die Cellulosekristallinitätsindices der mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) und 
MCC(2) sowie des Eukalyptuszellstoffes EuZ in Abbildung 47 dargestellt. Für beide Auswer-
temethoden fallen die, mittels Schwingmühle MM2000 aufgemahlenen, Cellulosen/Zellstoffe 
und die, mittels Planetenmühle PM100 zerkleinerten, Zellstoffe zu homogenen Punktewolken 
zusammen, so dass bei konstant gehaltenen Mühlenparametern370 näherungsweise Gleichung 
57 gilt und der Einfluss der Mahlenergieeinträge auf die Cellulosekristallinitäten für beide 






 Gleichung 57 
 
Aus Abbildung 47 geht hervor, dass die untersuchten Ausgangsproben für MCC(1), 
MCC(2)371 und EuZ ähnliche Cellulosekristallinitätsindices372 aufweisen und um mittlere 
Werte373 von WSXcr = {76,9 ± 3,5}% bzw. WAXcr = {40,1 ± 5,7}% streuen, die erwartungsge-
mäß mit steigenden spezifischen Mahlenergieeinträgen kontinuierlich in regressiver Form 
abnehmen und mittleren Minimalwerten374 von WSXcr = {10,0 ± 1,2}% bzw. WAXcr = {4,2 ± 
                                                          
370 MM2000-Mühlenparameter: mProbe ≈ 1g, Stahlhülse und -kugel; PM100-Paramter: großer Mahlbehälter, 
mProbe ≈ 10g, acht große Mahlkugeln 
371 Für MCC(2) wurde nicht die Originalprobe vermessen. Als Ausgangsprobe wird die mittels MM2000 aufge-
mahlene MCC(2)-Probe mit den Mahlparametern fMM2000 = 20Hz und tM = 1min herangezogen, was einem Mah-
lenergieeintrag von 24000s-1 entspricht. 
372 W
SXcr = 80,2% (MCC(1), W
SXcr = 77,4% (MCC(2), W
SXcr = 73,2% (EuZ), W
AXcr = 46,3% (MCC(1), W
AXcr = 
38,8% (MCC(2), W
AXcr = 35,2% 
373 Angegeben als Mittelwert ± Standardabweichung. 
374 Ermittelte Werte für spezifische Mahlenergieeinträge < 3600000s-1: W
SXcr = 9,7% (MCC(1), W
SXcr = 11,3% 
(MCC(2), W
SXcr = 8,9% (EuZ), W
AXcr = 3,7% (MCC(1), W
AXcr = 2,9% (MCC(2), W
AXcr = 5,9% 
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1,6}% entgegenstreben. Die mit pZ/K1 = 6480000s-1 extrem hoch aufgemahlene MCC(1)-
Probe weist mit WSXcr = 6,4% und WSXcr = 3,0% vergleichsweise geringe Cellulosekristallini-
tätsänderungen zu den Werten der aufgemahlenen Proben bei Mahlenergieeinträgen von 
pZ/K1 = 1500000 bis 3100000s-1 auf. Der fehlende Mahlerfolg kann dabei entweder auf die 
zurückgegriffenen Auswertemethoden oder auf die verwendeten Mahlaggregate zurückzufüh-
ren sein. Für die erstgenannte Möglichkeit spricht u.a., dass auch bei hoch aufgemahlenen 
Cellulosen stets gewisse WAreacr2-Mengen (vgl. Abbildung 46) und damit methodenbegründet 
immer Restkristallinitäten ermittelt werden.  
                
Abbildung 47a und b: Regressive kurvenartige Zusammenhänge zwischen den, mittels Segal-Methode (a) und 
Subtraktionsmethode (b) ermittelten, Cellulosekristallinitätsindices W
SXcr bzw. W
AXcr und den spezifischen Mah-
lenergieeinträgen pZ/K1, pZ/K2 der MM2000-aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) 
(○) und Eukalyptuszellstoffe EuZ (□) sowie der PM-100-aufgemahlenen Eukalyptuszellstoffe EuZ (■) 
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Die ermittelten methodenspezifischen Cellulosekristallinitätsindices WSXcr und WAXcr be-
schreiben nicht nur ähnliche regressive Kurvenverläufe, sondern korrelieren mit einem Be-
stimmtheitsmaß von R² = 0,94 in Abbildung 48 miteinander. Aus dem Anstieg a1 der Korrela-
tionsgeraden geht hervor, dass die WSXcr-Werte um rund das doppelte über denen der WAXcr-
Werte liegen. Dies steht in guter Übereinstimmung mit Ergebnissen der Forschergruppen um 
Terinte et al. und Park et al., die herausfanden, dass mit der Segal-Methode im Vergleich zu 
anderen Auswertemethoden z.T. deutlich überhöhte Cellulosekristallinitätswerte ermittelt 
werden375,376.  
 
               
Abbildung 48: Korrelation der nach der Subtraktionsmethode und Segal-Methode bestimmten Cellulosekristal-
linitätsindices W
SXcr und W
AXcr der mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) (○) und Eukalyptuszellstof-
fe EuZ (□, (■) mit dazugehöriger Regressionsgerade y = a1x - a0 und Bestimmtheitsmaß R² 
 
Zur einfacheren mathematischen Beschreibung des Mahlfortschrittes auf die Cellulo-
sen/Zellstoffe sind in Abbildung 49 durch Potenzierung der spezifischen Mahlenergieeinträge 
mit dem Wert 0,5 die regressiven Kurven aus Abbildung 47 in indirekt proportionale Aus-
gleichsfunktionen umwandelbar. Hinreichend genaue Regressionen sind dabei mit Be-
stimmtheitsmaßen von R² > 0,90 gegeben.  
Mithilfe der Regressionskonstanten a1 und a0 lassen sich theoretische Endwerte, die als pra-
xisnahe Mahlenden betrachtet werden können, bestimmen. Eine Mahlung über diese Mahlzeit 
                                                          
375 Vgl. Terinte et al. (2011), S. 118-131 
376 Vgl. Park et al. (2009), S. 641-647 
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hinaus wäre aus technischer Sicht nicht sinnvoll, da alle bzw. ein Großteil der eingesetzten 
Mahlenergien in Wärme o.ä. umgewandelt würden. Im Ergebnis liegt das mittlere technische 
Mahlende377 bei (pZ/KMW)0,5 ≈ 1710s-0,5. Für die Schwingmühle MM2000 würde dies bedeu-
ten, dass bei einer Mahlfrequenz von fMM2000 = 100Hz das Mahlende nach tM ≈ 5min erreicht 
wäre378. 
 
               
Abbildung 49a und b: Lineare Regressionsgeraden zwischen den, mittels Segal-Methode (a) und Subtraktions-
methode (b) ermittelten, Cellulosekristallinitätsindices W
SXcr bzw. W
AXcr und den spezifischen Mahlenergieeinträ-
gen (pZ/K1)0,5, (pZ/K2)0,5 der MM2000-aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) (○) 
und Eukalyptuszellstoffe EuZ (□) sowie der PM-100-aufgemahlenen Eukalyptuszellstoffe EuZ (■) mit dazugehö-
rigen Regressionsgeraden y = a1x - a0 und Bestimmtheitsmaßen R²  
                                                          
377 (pZ/K1)0,5 = 1733s-0,5. (pZ/K2)0,5 = 1693s-0,5 
378 tM = ((pZ/KMW)0,5)2/(fMM2000)2 = (1710s-0,5)2/(100s-1)2 = 2924100s-1/10000s-2 = 292s = 4,9min 
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 Charakterisierung mittels Festkörper-13C-NMR-IV.1.2
Spektroskopie 
Neben der Weitwinkelröntgendiffraktometrie stellt die Festkörper-13C-CP/MAS-NMR-
Spektroskopie zur Untersuchung von Cellulosestrukturen eine wichtige Analysenmethode dar. 
Seit Beginn der 1980er Jahre erschienen zahlreiche Publikation, die neben der Aufklärung der 
Cellulosegittermodifikationen379,380, Methoden vorstellten, die die Bestimmung des kristalli-
nen Anteils der Cellulose zum Ziel hatten.  
Erste Publikationen von Atalla et al.381 und Earl, VanderHart et al.382,383 zeigten auf, dass ins-
besondere für die Atome C-4 und C-6 Aufspaltungen der Resonanzlinien in schmale und brei-
te Anteile existieren, die auf kristalline bzw. amorphe Celluloseanteile zurückzuführen sind.  
Die Forschergruppen um Horii et al.384 und Teeäär et. al.385 wiesen nach, dass die per Decon-
volutionsmethode am C-4 ermittelten Kristallinitätswerte mit Werten der Weitwinkelrönt-
gendiffraktometrie korrelieren. Die Bestimmung der Cellulosekristallinität mittels Kurvenfit-
methoden am C-4 Atom hat sich in der Forschung etabliert, was sich in zahlreichen Publikati-
onen wiederspiegelt386,387,388,389,390,391,392,393. 
1984 diskutierten VanderHart, Atalla an 13C-NMR-Cellulosespektren von Ramie, Baumwolle, 
Acetobacter xylinum und Valonia ventricosa die Existenz zweier Gittertypen Cellulose Iα und 
Iβ, deren Mischungsverhältnis in Abhängigkeit der Spezies variieren394. Weiterführende Fest-
körper-13C-NMR-Messungen nativer Cellulosen untermauerten die These, dass native Cellu-
losen i.d.R. Gemische aus beiden Gittertypen darstellen395,396. 
  
                                                          
379 Vgl. Atalla et al. (1980), S. 3249-3251 
380 Vgl. Isogai et al. (1989), S. 3168-3172 
381 Vgl. Atalla et al. (1980), S. 3249-3251 
382 Vgl. Earl, VanderHart (1980), S. 3251-3252 
383 Vgl. Earl, VanderHart (1981), S. 570-574 
384 Vgl. Horii, Hirai, Kitamaru (1982), S. 163-170 
385 Vgl. Teeäär, Serimaa, Paakkarl (1987), S. 231-237 
386 Vgl. Larsson, Wickholm, Iversen (1997), S. 19-25 
387 Vgl. Hult, Larsson, Iversen (2000), S. 35-55 
388 Vgl. Liitiä, Maunu, Hortling (2000), S. 618-624 
389 Vgl. Liitiä et al. (2003), S. 307-316 
390 Vgl. Andersson et al. (2004), S. 346-353 
391 Vgl. Schenzel, Fischer, Brendler (2005), S. 223-231 
392 Vgl. Pu, Ziemer, Ragauskas (2006), S. 591-597) 
393 Vgl. Zhao et al. (2006), S. 807-811 
394 Vgl. Atalla, VanderHart (1984), S. 283ff 
395 Vgl. Atalla, Whitmore, VanderHart (1985), S. 421-423 
396 Vgl. Heiner, Sugiyama, Teleman (1995), S. 207-223 




Abbildung 50a bis g: Normierte Festkörper-13C-NMR-Spektren397 mit deren Gaußkurven zur Zerlegung der C-1, 
C-4 und C-6 Liniengruppen der Bakteriencellulose BC(1v) (a) und der unterschiedlich stark mittels Mahlaggre-
gat MM2000 bei 100Hz aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) mit Mahlzeiten von 0min (b), 2min 
(c), 4min (d), 6min (e), 8min (f), 10min (g)  
                                                          
397 Alle Festkörper-13C-NMR-Spektren sind im Bereich δ = 120 bis 40ppm Minimum-Maximum-normiert, d.h. 
die maximale NMR-Signalintensität nimmt den diskreten Wert NImax = 2a.u. und die minimale den diskreten Wert 
NImin = 0a.u. an. 
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An den, in Abbildung 50 dargestellten, Proben der hochkristallinen Bakteriencellulose 
BC(1v) (a) und der Mahlreihe der Cellulose MCC(1) (b bis g) sind die übermolekularen Cel-
lulosestrukturen in den NMR-Spektren ersichtlich. Bei den Proben (a) und (b) handelt es sich 
um hochkristalline Cellulosen, die vergleichsweise viele schmale und intensive Peaksignale 
beinhalten, die, hellgrau eingefärbt, den kristallinen Celluloseanteilen zuzuordnen sind. Mit 
fortschreitender Mahlung von (c) nach (g) werden diese zunehmend von breiten, dunkelgrau 
eingefärbten, Peaks verdrängt, deren Linienverbreiterungen auf Monomereinheiten hinweisen, 
die weniger molekulare Wasserstoffbrückenbindungen aufweisen, was auf erhöhte nichtkris-
talline - amorphe - Celluloseanteile hindeutet398. Insgesamt erfolgt aufgrund der gut vonein-
ander zu trennenden Linienaufspaltungen der C-1, C-4 und C-6 Atome in schmale, kristalline 
und breite, amorphe Anteile an allen drei Atomen die Charakterisierung der NMR-Spektren 
hinsichtlich deren Cellulosekristallinität. Im Peakshiftbereich von ca. 80 bis 70ppm ist eine 
zufriedenstellende Trennung und Zuordnung der NMR-Signale zu den Atomen C-2, C-3 und 
C-5 nicht gegeben, so dass dieser Bereich nicht mitbetrachtet wird.  
 
IV.1.2.1 Aufspaltung der NMR-Linien 
IV.1.2.1.1 C-1-NMR-Linien 
In Anlehnung an Horii et al.399 zeigte Fink et al. auf, dass eine Quantifizierung der Gittertypen 
Iα und Iβ am Atom C-1 durch Zerlegung der kristallinen Liniengruppe in insgesamt drei Kom-
ponenten prinzipiell möglich ist400. Neben kristallinen Peaksignalen treten zusätzliche Struk-
turanteile auf, die den nichtkristallinen - amorphen - Celluloseketten zuzuschreiben 
sind401,402,403. Im Bereich der chemischen Verschiebung von δ = 110 bis 100ppm existieren in 
Abbildung 50 für beide Ausgangscellulosen (a) und (b) insgesamt vier Signale. Mit fortschrei-
tender Mahldauer und damit einhergehender Amorphisierung der MCC(1)-Probe geht von (b) 
nach (g) eine kontinuierliche Abnahme der kristallinen Peakanteile bei 105,95ppm, 105,3ppm 
und 104,5ppm einher, bis diese für die 10minütig aufgemahlene Probe schließlich nicht mehr 
detektierbar sind. Dies kann als ein Indiz für die nahezu vollständige Zerstörung der kristalli-
nen Celluloseanteile gewertet werde. Zur völligen Beschreibung des Spektrums ist es insbe-
                                                          
398 Vgl. Kunze, Fink (1999), S. 53-64 
399 Vgl. Horii, Hirai, Kitamaru (1982), S. 163-170 
400 Vgl. Fink et al. (1997), S. 207-217 
401 Vgl. ebenda 
402 Vgl. Kunze, Fink (1999), S. 53-64 
403 Vgl. Seifert (2004), S. 19 
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sondere für die Proben (c) bis (g) erforderlich, zusätzliche Gaußkurven bei 100,6ppm und 
97,3ppm einzuführen; beide Gaußkurven quantifizieren dabei amorphe Celluloseanteile. Alle 
verwendeten Gaußkurven mit deren Kenngrößen sind in Tabelle 6 aufgeführt. 
 
Tabelle 6: Kenngrößen der zur Zerlegung der Liniengruppen des C-1-Atoms verwendeten Gaußkurven und de-
ren Gittermodifikationszuordnungen im Vergleich mit den von VanderHart, Atalla angegebenen, in Klammern 







105,95 (107,0 [Iβ]) 0,99 N
C-1Iβ 
105,33 (106,3 [Iα]) 0,58 N
C-1Iα 








alle Werte fix bis auf var: variabel 
 
IV.1.2.1.2 C-4-NMR-Linien 
Zur Darstellung der amorphen Cellulosekomponente reicht mit hinreichender Genauigkeit 
eine Gaußkurve bei δ = 83,4ppm aus. Für die Fittung der kristallinen NMR-Signale muss zwi-
schen Bakterien- und Pflanzencellulosen (MCC(1), MCC(2), EuZ) unterschieden werden. Um 
ein ausreichend genaues Kurvenfitting der Bakteriencellulose (Iα-reiche Cellulose) zu gewähr-
leisten, müssen gemäß Tabelle 7 insgesamt drei Gaußkurven verwendet werden. Die Quanti-
fizierung der kristallinen Anteile der mikrokristallinen Cellulosen und des Eukalyptuszellstof-
fes (Iβ-reiche Cellulosen) erfolgt mit zwei Ausgleichskurven. Da die rechte Schulter der α-
Cellulose und die linke Schulter der β-Cellulose gemäß VanderHart, Atalla405 bei analogen 
chemischen Verschiebungen verortet sind, eignet sich, zur eindeutigen Aufspaltung in die 
zwei Gittermodifikationen Iα und Iβ, der Kristallitanteil des C-4 Atoms nicht. Bei den vorlie-
genden Untersuchungen liegen beide Peaks bei 88,9 bzw. 89,2ppm nah beieinander und wei-
sen mit 0,81 und 0,91ppm vergleichsweise breite Halbwertsbreiten auf. Aufgrund der nicht 
                                                          
404 Vgl. VanderHart, Atalla (1984), S. 1470 
405 Vgl. ebenda 
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eindeutigen Zuordnung der Peaks zu den Gittertypen Iα oder Iβ, werden diese in Tabelle 7 als 
Summenfraktion NC-4IΣ zusammengefasst. 
 
Tabelle 7: Kenngrößen der zur Zerlegung der Liniengruppen des C-4 Atoms verwendeten Gaußkurven und de-
ren Gittermodifikationszuordnungen im Vergleich mit den von VanderHart, Atalla angegebenen, in Klammern 







90,16BC (91,0 [Iα]) 0,68 N
C-4Iα 
89,22BC (90,2 [Iα]); 88,90
PC (89,3 [Iβ]) 1,90; 2,14 N
C-4IΣ 




BC: Bakteriencellulosen, PC: Pflanzencellulosen (MCC(1), MCC(2), EuZ),  
alle Werte fix bis auf var: variabel 
 
IV.1.2.1.3 C-6-NMR-Linien 
In der Fachliteratur werden analog dem C-4 auch für das C-6 Atom eine Aufspaltung in brei-
tere und schmalere Lagen beschrieben, was ebenfalls auf amorphe bzw. kristalline Cellulose-
anteile zurückzuführen ist407,408,409. Im Gegensatz zum C-4 Atom sind jedoch keine Korrelati-
onen mit z.B. weitwinkelröntgendiffraktomtrisch ermittelten Cellulosekristallinitätswerten 
publiziert. Prinzipiell sollte die Quantifizierung der kristallinen Cellulosefraktion jedoch mög-
lich sein. 
Die Bestimmung der kristallinen Celluloseanteile erfolgt an der linken Peakschulter des C-6 
Atoms (vgl. Abbildung 50) im Bereich der chemischen Verschiebung von δ = 68-63ppm mit 
insgesamt drei Gaußkurven. Den Bakterien- und Pflanzencellulosen gemein ist das relativ 
breite, als Summe der Gittermodifikationen Iα und Iβ zu verstehende, Peaksignal NC-6IΣ bei δ = 
65,55ppm. Ausschließlich bei Bakteriencellulosen existiert bei δ = 65,5ppm ein, der Iα-
Gittermodifikationen zuzuordnendes, Signal, dass bei Pflanzencellulosen nicht vorhanden ist. 
Für die untersuchten Cellulosen MCC(1), MCC(2), EuZ tritt im Gegensatz dazu ein relativ 
intensitätsarmes Signal bei δ = 65,15ppm auf, das nach VanderHart, Atalla von der Iβ-
                                                          
406 Vgl. VanderHart, Atalla (1984), S. 1470 
407 Vgl. Atalla et al. (1980), S. 3249-3251 
408 Vgl. Earl, VanderHart (1981), S. 570-574 
409 Vgl. Horii, Hirai, Kitamaru (1982), S. 163-170 
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Gittermodifikation herrührt410. Aus der MCC(1)-Mahlreihe in Abbildung 50 geht hervor, dass 
mit zunehmendem Mahlenergieeintrag von (b) nach (g) die linke Schulter des C-6 Atoms zu-
sehends verschwindet und die rechte Schulter, die durch eine große Halbwertsbreite charakte-
risiert ist, entsprechend anwächst. Zugeordnet wird dieser Bereich der amorphen Cellulose-
modifikation, der durch zwei Gaußkurven charakterisierbar ist. 
 
Tabelle 8: Kenngrößen der zur Zerlegung der Liniengruppen des C-6 Atoms verwendeten Gaußkurven und de-
ren Gittermodifikationszuordnungen im Vergleich mit den von VanderHart, Atalla angegebenen, in Klammern 







65,54 (66,5 [Iα] und 66,8 [Iβ]) 1,65 N
C-6IΣ 
65,54BC (66,5 [Iα]) 0,60 N
C-6Iα 






BC: Bakteriencellulosen, PC: Pflanzencellulosen (MCC(1), MCC(2), EuZ),  
alle Werte fix bis auf var: variabel 
 
IV.1.2.2 Bestimmung des Cellulosekristallinitätsindex 
Aus der Summe der Anteile der Cellulosegittermodifikationen Iα, Iβ und IΣ sowie den Amor-
phanteilen Iam aus Tabelle 6, Tabelle 7 und Tabelle 8 sind die Cellulosekristallinitätsindices 
N




cr = 100 · 
∑  INC-i αdδ + ∑  INC-i β   dδ + ∑  INC-i Σdδ∑  INC-i αdδ + ∑  INC-i β dδ + ∑  INC-i Σdδ + ∑  INC-i amdδ     [%] 
Gleichung 58 
 
Die nach Gleichung 58 berechneten atomspezifischen Cellulosekristallinitätsindices der 
pflanzlichen Cellulose-/Zellstoffproben zeigen mit den mit 0,5 potenzierten Mahlenergieein-
trägen in Abbildung 51a bis c indirektproportionale Regressionsgeraden auf. Dabei weisen die 
Bestimmtheitsmaße der drei Ausgleichsgeraden von R2 > 0,90 auf hohe Anpassungsgüten hin. 
                                                          
410 Vgl. VanderHart, Atalla (1984), S. 1470 
411 Vgl. ebenda 
412 zur Berechnung von N
C-1Xcr, N
C-4Xcr, N
C-6Xcr siehe Kapitel VI.3.2, S. CCV f 





              




C-6Xcr und den spezifischen Mahlenergieeinträgen (pZ/K1)0,5, 
(pZ/K2)0,5 der MM2000-aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) (○) sowie der 
PM100-aufgemahlenen Eukalyptuszellstoffe EuZ (■)mit dazugehörigen Regressionsgeraden y = a1x - a0 und 
Bestimmtheitsmaßen R²  
  IV.1 Bestimmung der Cellulosekristallinität 
  
101 
Der Vergleich der Konstanten a0 und a1 der Regressionsgeraden aus Abbildung 51 zeigt auf, 
dass die NC-6Xcr- mit den NC-4Xcr-Werten in guter Übereinstimmung zueinander liegen und 
vergleichbare Cellulosekristallinitäten an beiden Atomen C-4 und C-6 bestimmbar sind. Die 
Ausgangsproben der mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) und MCC(2) zeigen mit NC-4Xcr = 
39,7% bzw. 38,8% und NC-6Xcr = 38,7% bzw. 34,6% ähnliche Werte auf, die um die a0-
Konstanten von 39,2% (für C-4) und 35,2% (für C-6) streuen. Die Anstiege der Regressions-
geraden sind mit a1 (C-4) = -0,022 und a1 (C-6) = -0,023 ebenfalls identisch. Ein abweichen-
des Bild liegt bei den NC-1Xcr-Werten vor. Die Ausgangscellulosen MCC(1) und MCC(2) lie-
gen mit NC-1Xcr = 68,0% bzw. 53,1% deutlich über denen der C-4 und C-6 Atome. Auch ist 
der Geradenanstieg mit a1 (C-1) = -0,036 steiler ausgeprägt, so dass eine Vergleichbarkeit der 
N
C-1Xcr-Werte mit NC-4Xcr und  NC-6Xcr nicht gegeben ist.  
Ein ähnliches Phänomen ist auch für die Bakteriencellulosen in Abbildung 52 festzuhalten. 
Hierin zeigen die Cellulosekristallinitätsindices NC-4Xcr und NC-6Xcr für jede Bakteriencellulose 
miteinander vergleichbare Werte an. Weiterhin streuen die Cellulosekristallinitäten in einem 
Bereich von 55% < (NC-4Xcr, NC-6Xcr) < 70%. Die am C-1 Atom ermittelten Kristallinitätswerte 
liegen alle signifikant über denen der C-4 und C-6 Atome; die Maximalwerte sind dabei für 
BC(2v) und BC(3v) mit NC-1Xcr = 84,8% bzw. 84,6% bestimmt worden.  
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IV.1.2.3 Bestimmung der Cellulosegittermodifikation Iα 
Für die Bestimmung des Anteils der Gittermodifikation Iα bieten sich die NMR-Signale des 
C-1 Atoms an, da nur hier an der kristallinen Cellulose-I-Phase eine eindeutige Zuweisung in 
die Cellulosegittermodifikationen Iα und Iβ gegeben ist und der Cellulosekristallinitätsindex 
N
C-1Xcr nach Gleichung 59 als Summe der Kristallinitätsanteile beider Gittertypen NC-1Xα und 
N
C-1Xβ definiert ist. Die Größe NC-1Xα ist dabei nach Gleichung 58 bestimmbar413. 
 
XcrN
C-1  = XαN
C-1 + XβN




α = 100 · 
∑  INC-1 αdδ∑  INC-1 αdδ + ∑  INC-1 β dδ + ∑  INC-1 amdδ  [%] Gleichung 60 
 
Die Bestimmung des Anteils der Cellulose-Iα-Gittermodifikation am Cellulosekristallinitäts-
index NC-1Xcr ist durch Kombination von Gleichung 60 mit Gleichung 58 (S. 99) in Gleichung 






C-1  = 100 · 
 INC-1 α) dδ INC-1 αdδ + ∑  INC-1 β dδ  [%] Gleichung 61 
 
Im Ergebnis der Berechnungen sind die mittleren Werte NC-1Xα/ NC-1Xcr für jede untersuchte 
Cellulose bzw. Zellstoff in Abbildung 53a dargestellt. Aus dieser geht hervor, dass in Über-
einstimmung mit der Fachliteratur Cellulosen primitiver Organismen wie Bakterien oder Al-
gen höhere Iα-Gehalte aufweisen als Cellulosen höherer Pflanzen (Ramie, Baumwolle 
etc.)415,416. Mit NC-1Xα/ NC-1Xcr = 33,7% liegt der Anteil der Iα-Fraktion um mehr als das Dop-
pelte über denen der pflanzlichen Cellulosen, wobei die mikrokristallinen Cellulosen mit Er-
gebnissen von NC-1Xα/ NC-1Xcr = 13,1% (MCC(1) und 11,1% (MCC(2) sowie der Eukalyptus-
zellstoff mit NC-1Xα/ NC-1Xcr = 13,0% um einen gemeinsamen Mittelwert streuen. Alle ermittel-
ten Werte NC-1Xα/ NC-1Xcr, liegen im Vergleich z.T. deutlich unter den in der Literatur angege-
benen417,418. Dies kann auf die beim Kurvenfitting verwendeten Gaußkurven zurückzuführen 
                                                          
413 zur Berechnung von N
C-1Xα siehe Kapitel VI.3.2, S. CCV f 
414 zur Berechnung von N
C-1Xα/N
C-1Xcr siehe Kapitel VI.3.2, S. CCV f 
415 Vgl. Pérez, Mazeau (2005), S. 41-68 
416 Vgl. O´Sullivan (1996), S. 173-207 
417 Vgl. VanderHart, Atalla (1984), S. 283ff 
  IV.1 Bestimmung der Cellulosekristallinität 
  
103 
sein. Im Gegensatz dazu erfolgte in den Literaturquellen die Quantifizierung der Gittertypen 
Iα und Iβ mithilfe von Lorentzkurven419. 
Die Korrelation der Cellulose-Iα-Gittermodifikation NC-1Xα mit dem Cellulosekristallinitätsin-
dex NC-4Xcr zeigt mit R² = 0,97 in Abbildung 53b einen starken empirischen Zusammenhang 
in Gleichung 62 auf. Dieser Ansatz erlaubt für alle untersuchten Cellulosen BC, MCC(1), 
MCC(2) und Zellstoffe EuZ die Kalkulation der Iα-Cellulosegittermodifikation. 
 
 XαNC-1 = 78,6 · 10-3 · XcrNC-4     [√%] Gleichung 62 
 
 
Abbildung 53a und b: Mittlere Kristallitanteile der Cellulosegittermodifikation Iα (a) der Bakteriencellulosen 
(BC), mikrokristallinen Cellulosen (MCC(1), MCC(2)) und des Eukalyptuszellstoffes (EuZ) sowie Korrelation 
der Cellulosegittermodifikation N
C-1Xα mit dem Cellulosekristallinitätsindex N
C-6Xcr (b) der Bakteriencellulosen 
(BC) (■),der MM2000-aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) (○) sowie der PM-




                                                                                                                                                                                     
418 Vgl. Fink et al. (1997), S. 207-217 
419 Vgl. Atalla, VanderHart (1999), S. 1-19 weisen darauf hin, dass zum Kurvenfitting prinzipiell beide Vertei-
lungskurven geeignet sind, für die korrekte Kurvenbeschreibung der Peakflächen organischer Materialien wie 
Cellulose jedoch lediglich hinreichende Anpassung darstellen. 
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 Das Kalibriersystem für die Ramanspektroskopie IV.1.3
Die Charakterisierung der verwendeten Cellulosen nach kernspinresonanzspektroskopischen 
und weitwinkelröntgendiffraktometrischen Methoden hat ergeben, dass die spezifischen Cel-
luloskristallinitätsindices WAXcr, NC-4XCr und NC-6XCr mit den (mit 0,5 potenzierten) Mahlener-
gieeinträgen in Form linearer Regressionsfunktionen y = a0 + a1x korrelieren, bei denen laut 
Tabelle 9 beide Konstanten a0 und a1 ähnliche Werte aufweisen. Die - in Klammern gesetzten 
- Konstanten der Ausgleichsgeraden und damit auch die spezifischen Kristallinitätswerte der 
Indices WSXcr (Segal-Methode) und NC-1Xcr (NMR-Auswertung am C-1 Atom) stimmen hin-
gegen mit den oben genannten nicht überein.  
 
Tabelle 9: Konstanten a0 und a1 der Regressionsgeraden zwischen den spezifischen Cellulosekristallinitätsin-










SXcr (80,6) (-0,0465) 
W
AXcr 39,1 -0,023 
N
C-1Xcr (56,7) (-0,036) 
N
C-4Xcr 39,2 -0,023 
N
C-6Xcr 35,8 -0,022 
 
Da die Cellulosekristallinitätsindices WAXcr, NC-4XCr und NC-6XCr miteinander vergleichbar sind 
und Gleichung 63 gilt, erfolgt die Berechnung gemeinsamer mittlerer Eichwerte RXcr gemäß 
Gleichung 64420. Für die Bakteriencellulosen fällt aufgrund der Nichtanwendbarkeit der 
Weitwinkelröntgendiffraktometrie der Term WAXcr weg und im Nenner steht als Quotienten-
wert 2.  
 
Xcr ~ W
A Xcr ~ N
C-4 Xcr    [%]N
C-6  Gleichung 63 
XcrR  = 
Xcr + W




    [%] Gleichung 64 
 
Mithilfe des empirischen Ansatzes aus Gleichung 62 ist in Verbindung mit Gleichung 59 die 
Abschätzung der Anteile der kristallinen Gittertypen in Gleichung 65 und Gleichung 66 gege-
                                                          
420 zur Berechnung von RXcr siehe Kapitel VI.3.3, S. CCVII 
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ben, was zu den Ergebnissen in Abbildung 54 führt421. 
 
XαR = 78,6 · 10-3 · XcrR 2   %   Gleichung 65 
XβR  = XcrR  - 78,6 · 10-3 · XcrR 2   %  Gleichung 66 
 
              
Abbildung 54a und b: Korrelationen zwischen den, nach Gleichung 64, Gleichung 65 und Gleichung 66 ermit-
telten, Kristallinitätskenngrößen RXα, RXβ (a), RXcr (b) und den spezifischen Mahlenergieeinträgen (pZ/K1)0,5, 
(pZ/K2)0,5 der MM2000-aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●), MCC(2) (○) und Eukalyptus-
zellstoffe EuZ (□) sowie der PM100-aufgemahlenen Eukalyptuszellstoffe EuZ (■) mit dazugehörigen Regressi-
onsgeraden y = a1x - a0 und Bestimmtheitsmaßen R²  
                                                          
421 zur Berechnung von RXα, RXβ siehe Kapitel VI.3.3, S. CCVII 
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Nach Abbildung 54 sind für die pflanzlichen Ausgangscellulosen mittlere Cellulosekristallini-
tätsindices von RXcr = 41,5% (MCC(1)), RXcr = 37,4% (MCC(2)), RXcr = 35,4% (EuZ) und für 
die Bakteriencellulosen in Abbildung 55 Werte von RXcr = 58,2% bis 68,4% bestimmt wor-
den. Die ermittelten Cellulosekristallinitätsindices sind dabei mit Werten aus der einschlägi-
gen Literatur422,423 vergleichbar, was auf die Validität der angewandten kernspinresonanz-
spektroskopischen und weitwinkelröntgendiffraktometrischen Untersuchungsmethoden 
schließen lässt. 
Durch den Einsatz der Mahlaggregate MM2000 und PM100 wurden ferner Cellulosen mit 
erhöhten Amorphanteilen präpariert (vgl. Abbildung 54b). Für die Eichung der ramanspektro-
skopischen Messungen stehen in Summe 48 speziesunterschiedliche Celluloseproben zur Ver-
fügung, die einen weiten Bereich, beginnend mit einen Minimalwert von RXCr = 2,9% und 
endend mit einem Maximalwert von RXCr = 68,4%424, abdecken. Zusätzlich zum Cellulosein-
dex RXcr liegen die Anteile der Cellulosegittermodifikationen RXα und RXβ (vgl. Abbildung 
54a, Abbildung 55) zur Eichung der Ramanspektroskopie-Messungen vor. 
 
       
Abbildung 55: Anteile der, nach Gleichung 65 und Gleichung 66 ermittelten, Kristallinitätskenngrößen RXα (□), 
RXβ (■) der Bakteriencellulosen BC sowie als Zahlen angegebene RXcr-Werte 
  
                                                          
422 Vgl. Kulshreshtha, Dweltz (1973), S. 487-497 
423 Vgl. Terinte et al. (2011), S. 118-131 
424 Der Minimalwert ist für die bei 60Hz für 10min in der Schwingmühle MM2000 aufgemahlene MCC(1)-Probe 
und der höchste Wert für das Bakterienvlies BC(2v) bestimmt worden. 
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 Charakterisierung mittels Fourier-transformierter Ra-IV.1.4
manspektroskopie 
In Abbildung 56 sind FT-Ramanspektren der Bakteriencellulose BC(1v) sowie der MCC(1)-
Mahlreihe dargestellt, die einer Zweifachnormierung in den Wellenzahlenbereichen 3100-
2700cm-1 und 1500-300cm-1 unterzogen wurden. Die Anordnung der FT-Ramanspektren folgt 
von (a) nach (g) gemäß der Änderung des Cellulosekristallinitätsindex RXcr von hochkristalli-
nen (RXcr = 63,6%) hin zu fast vollständig amorphen (RXcr = 2,3%) Cellulloseproben. 
Aus Abbildung 56 geht hervor, dass die Ausgangscellulosen (a) und (b) im Wellenzahlbereich 
1500-300cm-1 eine Vielzahl von - mit * gekennzeichneten - Peaks aufweisen, die sich durch 
verhältnismäßig hohe Intensitäten und gleichzeitig geringe Peakhalbwertsbreiten auszeichnen. 
Charakteristische Peaks treten für beide Cellulosen u.a. bei υ = 1380, 1340, 1295, 1154, 1120, 
1096, 897, 522, 460, 437, 380cm-1 auf.  
Mit zunehmender Celluloseaufmahlung und damit einhergehend fallenden RXcr-Werten än-
dern sich die Spektrenbilder der MCC(1)-Proben signifikant von (b) nach (g), was sich insbe-
sondere in den Differenzspektren (h) niederschlägt. Die Mehrzahl der Peaks erfahren Ernied-
rigungen der Ramanintensitäten und die vormals gut voneinander trennbaren Peaksignale 
„verschwimmen“ zusehends und vereinen sich zu nicht voneinander auflösbaren Peaksignalen 
in den Bereichen 1500-1280cm-1, 1200-1000cm-1 und 600-400cm-1 (vgl. Abbildung 56g). 
Zurückzuführen sind beide Phänomene auf die zunehmende Zerstörung der Cellulosekristalli-
te verbunden mit der Abnahme der intra- und intermolekularen Wasserstoffbrückenbindun-
gen, was zur Erhöhung der diskreten Konformationen der Cellulosemonomereinheiten425 
führt. Im Ergebnis dessen steigt die Verteilung der Ramansignale an, so dass in der Folge eine 
Verbreiterung der Peaksignale eintritt.426 
 
Wellenzahlbereich 3100-2700cm-1 
Im CH/CH2-Valenzschwingungsbereich ist neben dem nahezu intensitätskonstanten Signal 




Das begrenzte Spektrenareal ist durch viele Änderungen der Ramanintensitäten charakteri-
siert. Es wird der, von Schenzel et al. beschriebene, Zusammenhang bestätigt, dass mit wach-
                                                          
425 Vgl. Kunze, Fink (1999), S. 756 
426 Vgl. Edwards, Farwell, Williams (1994), S. 807-811 
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senden RXcr-Werten die beiden, für die CH2-Biegemode stehenden, Peaks bei 1481 und 
1462cm-1 steigen bzw. fallen427.  
Das intensitätsstärkste Signal im Bereich 1500-1220cm-1 liegt bei einer Wellenzahl von 
1380cm-1 vor, das keine Änderung der Signalstärke in Abhängigkeit der Cellulosekristallinität 
erfährt und konstant bleibt. Die direkte Umgebung dieses Signals verändert sich im Gegensatz 
dazu merklich und äußert sich in einer links- und rechtsseitigen Verbreiterung des Peakso-
ckels.  
Die insbesondere bei der Bakteriencellulose BC(1v) vorhandenen Peaks bei 1340 und 
1295cm-1 sind im amorphen Cellulosezustand (g) nicht vorhanden.  
Als ein Phänomen der zunehmenden Aufmahlung der Cellulose taucht ein Peak bei 1262cm-1 
auf, der als CH2-Torsionsschwingung beschrieben ist und der mit ungeordneten Anteilen der 
Cellulose korreliert428.  
 
Wellenzahlbereich 1200-950cm -1 
In der Spektrenregion treten Ramansignaländerungen in dem Maß auf, dass von vormals vier 
identifizierbaren Peaksignalen für die kristallinen Celluloseproben (a) und (b) nach erfolgter 
Aufmahlung in der amorphen Celluloseprobe (g) lediglich die zwei Peaks bei 1120 und 
1096cm-1 übrigbleiben und deren Nachbarschaft durch diffuse und breite Ramanbereiche ge-
kennzeichnet sind.  
 
Wellenzahlbereich <950cm -1 
Zwischen 930 und 880cm-1 sind Ramansignale detektierbar, deren Maximalpeak bei 897cm-1 
liegt und mit zunehmender MCC(1)-Aufmahlung stetig wächst, was diesen Peak als einen 
Marker für amorphe Celluloseanteile herausstellt429.  
Für Wellenzahlen <600cm-1 verschwinden die Ramansignale der kristallinen Ausgangscellu-
losen (a) und (b) bei 522, 460, 437, 380cm-1 mit zunehmenden Mahlenergieeintrag  nahezu 
vollständig. Dies geht mit der Ausbildung eines diffusen, breiten Bereichs einher, der durch 




                                                          
427 Vgl. Schenzel, Fischer, Brendler (2005), S. 225-230 
428 Vgl. Peters (2004), S. 80-84 
429 Vgl. Wiley, Atalla (1987), S. 124 




Abbildung 56a bis h: FT-Ramanspektren der Bakteriencellulose BC(1v) (a) und der unterschiedlich stark mittels 
Mahlaggregat MM2000 bei 60Hz aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) mit Mahlzeiten von 0min 
(b), 2min (c), 4min (d), 6min (e), 8min (f), 10min (g) sowie die entsprechenden Differenzspektren (h) mit (i) - (g) 
(i: a…f), grundlinienkorrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornor-
miert (3100-2700cm-1 bzw.1500-300cm-1), offsetnormiert  




Für die Entwicklung ramanspektroskopischer Methoden zur Bestimmung der Cellulosekristal-
linität werden im Wellenzahlbereich 3100-2700cm-1 die Intensitäten der beiden Peaks bei 
2940430 und 2894cm-1 sowie im Wellenzahlbereich 1500-300cm-1 die Peakintensitäten R1380I, 
R
1120I, R1096I, R897I, R380I untersucht und in Abbildung 57 und Abbildung 58 in Beziehung zum 
Cellulosekristallinitätsindex RXcr sowie den Gitteranteilen RXα- und RXβ gesetzt. 
Die Intensität des Schulterpeaks bei 2940cm-1 bildet ausschließlich mit den mikrokristallinen 
Cellulosen und dem Zellstoff indirekt proportionale Zusammenhänge zwischen R2940I und RXcr 
bzw. RXβ. Die Geradenanstiege deuten mit a1(RXcr) = -0,0006a.u./% bzw. a1(RXβ) = -
0,0008a.u./% auf verhältnismäßig schwach ausgeprägte Korrelationen hin. Die Bakteriencel-
lulosen sind nicht bestimmbar. Deren spezifische Ramanintensitäten streuen um einen Mit-
telwert MW(R2940I) = {0,1244 +/- 0,0135}431a.u. 
Nach Abbildung 57 ist die Ramanintensität R1380I als konstant anzusehen und bildet für alle 
untersuchten Cellulosen einen gemeinsamen Mittelwert von MW(R1380I) = {0,1228 +/- 
0,0132}a.u. Die beiden Peaks bei 2894 und 1120cm-1 korrelieren nur schwach mit den pflan-
zenspezifischen Cellulosen MCC(1), MCC(2) und EuZ und werden vereinfachend als Kon-
stanten angenommen, die um spezifische Mittelwerte MW(R2894I) = {0,2346 +/- 0,0118}a.u. 
bzw. MW(R1120I) = {0,1919 +/- 0,0157} streuen. 
In Abbildung 58 ist mit R² = 0,96 für alle Cellulosen eine Korrelation hoher Güte zwischen 
R
1096I und RXcr existent, die im direkt proportionalen Regressionssystem y(R1096I) = 0,1875 + 
0,0018x wiedergegeben ist.  
Die beiden Größen RXcr und R897I sind mittels des indirekt proportionalen Zusammenhangs 
y(R897I) = 0,0817 - 0,0010x miteinander verknüpft.  
Eine Besonderheit stellt der 380cm-1-Peak dar. Aus Abbildung 58 geht hervor, dass dieser 
nicht bzw. nur eingeschränkt432 mit dem Cellulosekristallinitätsindex RXcr, sondern mit dem 
Gesamtanteil der Iβ-Gittermodifikation in Form der Ausgleichsgeraden y(R380I) = 0,0174 + 
0,0023x korreliert.  
                                                          
430 Schulterpeak 
431 Streuungen sind als zweifache Standardabweichungen 2σ angegeben. 
432 Die Bakteriencellulosen sind nicht in der Regression y(R
380I) = 0,0212 + 0,0018x (RXcr) implementiert und 
damit auch nicht bestimmbar. 









1120I mit dem Cellulosekristallinitätsin-
dex RXcr und den Iα- und Iβ-Gittergesamtanteilen der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen 
MCC(1) (●) und MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□)mit den dazugehörigen Regressionsgeraden y 
= a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaßen R² bzw. den Mittelwerten MW +/- zweifachen Standardabweichungen 2σ 
 
  





Abbildung 58: Korrelationen der Ramanintensitäten R
1096I, R
897I, R
380I mit dem Cellulosekristallinitätsindex RXcr 
und den Iα- und Iβ-Gittergesamtanteilen der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) 
(●) und MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□) mit den dazugehörigen Regressionsgeraden y = a0 + 
a1x mit Bestimmtheitsmaßen R² 
 
Die in Abbildung 57 und Abbildung 58 hinterlegten Korrelationen zwischen den Ramaninten-
sitäten RiI und den Größen RXcr, RXα, RXβ gelten ausschließlich für reine Celluloseproben. In 
pflanzlichen Probenmaterialien treten daneben Hemicellulosen und Ligninanteile auf, die ins-
besondere die Vektornormierung beeinflussen, was direkt auf die Intensitäten RiI wirken wür-
de. Um diesen Effekt zu umgehen, ist es sinnvoll, Intensitätsquotienten gemäß Abbildung 59 
bis Abbildung 62 zu bilden. Als Kriterium der Herleitung der Intensitätsquotienten dient das 
Zweiphasenmodell, welches die semikristalline Cellulose in die beiden Anteile Kristallit Icr 
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und Amorphform Iam einteilt, so dass die kristallinen bzw. amorphen Anteile Xcr, Xam gemäß 
Gleichung 67 definiert sind. 
 
Xcr = 100 · 
Icr
Icr + Iam
 [%] bzw. Xam = 100 · 
Iam
Icr + Iam
 [%] Gleichung 67 
 
Da die beiden Celluloseanteile Icr und Iam in Summe die Gesamtcellulose darstellen und Icr 
kongruent mit steigenden Iam-Werten sinkt, kann als allgemeine Nebenbedingung Icr + Iam = 
const angenommen werden. Weiterhin sind speziell in natürlichen Cellulosen die Kristallite 
als Summe der Gittermodifikationsformen Iα und Iβ definiert, so dass ferner Icr = Iα + Iβ gilt. 
Mit den beiden systembeschreibenden Aspekten ist Gleichung 68 herleitbar. 
 
Xcr = 100 · 
Icr
const
 = 100 · 
Iα+ Iβ
const
 [%] bzw. Xam = 100 · Iamconst  [%] Gleichung 68 
 
Aus Abbildung 57 und Abbildung 58 geht hervor, dass die Ramansignale RiI unterschiedlich 
mit der Cellulosekristallinität verknüpft und gemäß Tabelle 10 den drei Kategorien  
• A (direkte Korrelation),  
• B (indirekte Korrelation) und 
• C (keine Korrelation)  
zuordenbar sind. 
 
Tabelle 10: Einteilung der Ramanintensitäten R
iI hinsichtlich derer Korrelation mit den Celluloseanteile Kristal-
lit Icr, Amorphform Iam und deren Summe const = Icr + Iam 
Kategorie Celluloseanteile Ramanintensitäten R
i
I 








A Icr (Iβ) ~ R
iI (cr) (R
iI (β)) - R
1096I, (R
380I) 










Mit den Zuordnungen der Ramanintensitäten bezüglich der Korrelation mit den Cellulosean-
teilen sind unter Verwendung von Gleichung 67 und Gleichung 68 zur Kalkulation des Cellu-
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losekristallinitätsindex RXcr insgesamt neun Kombinationsmöglichkeiten gegeben, die gemäß 
Tabelle 11 in die drei Kategorien  
• A/C, 
• B/C und  
• A/(A+B) 
fallen. Dabei sind die Größen Xcr, Icr, Iam, const durch RXcr, RiI (↑), RiI (↓), RiI (const) entspre-
chend substituiert. Als Merkmal der Kategorien A/C und B/C stehen im Nenner der Intensi-
tätsquotienten die konstanten Ramanintensitäten R2894I, R1380I bzw. R1120I. Beide Kategorien 
unterscheiden sich in den Zähler-Ausdrücken hinsichtlich direkt und indirekt korrelierender 
Ramanintensitäten mit RXcr bzw. RXβ. In Kategorie A/(A + B) sind Intensitätsquotienten ver-
eint, die aus den Ramanintensitäten R1096I, R897I und R380I gebildet sind.  
 
Tabelle 11: Einteilung der Ramanintensitäten R
iI hinsichtlich derer Korrelationen mit den Celluloseanteile Kris-
tallit Icr, Amorphform Iam und deren Summe const = Icr + Iam 











 ;  " XβR  ~ IRi  (β)IRi  (const)# IR1096IR1380  ;  IR1096IR1120  ;  " IR380 IR1380 #  ; " IR380 IR1120 # 
B
C









2894  ;  IR897 IR1380  ;  IR897 IR1120    
A
A + B XcrR  ~ IRi  (cr)IRi  (cr) + IRi  (am) · f IR1096IR1096 + IR897  · f  ;  IR380IR380 + IR897  · f 
 
Im Ergebnis der direkt proportionalen Intensitätsquotienten (A/C), deren Basis konstante Ra-
manintensitäten bilden, sind in Abbildung 59 und Abbildung 60 die entsprechenden Korrela-
tionen wiedergegeben433.  
Mit Bestimmtheitsmaßen von R² = 0,89 bzw. 0,90 zeigen die Regressionsgeraden der Raman-
intensitätsquotienten R1096I/R1380I bzw. R1096I/R1120I relativ geringe Regressionsgüten an. Des 
Weiteren sind lineare Zusammenhänge zwischen den Quotienten und RXcr nur für die unter-
suchten pflanzenspezifischen Cellulosen/Zellstoffe vorhanden, was in erster Linie auf die 
Streuungen der Ramanintensitäten R1380I und R1120I der Bakteriencellulosen (vgl. Abbildung 
57) zurückzuführen ist.  
                                                          
433 zur Berechnung der spezifischen RXcr-Werte siehe Kapitel VI.3.4, S. CCVIII-CCXI 
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Für die Ausgleichsgeraden mit der Ramanintensität R380I im Zähler existieren ebenfalls nur für 
die Cellulosen MCC(1), MCC(2) und dem Eukalyptuszellstoff Korrelationen zwischen den 
Größen R380I/R1380I, R380I/R1120I und RXcr. Diese zeigen mit R² = 0,96 und R² = 0,95 hohe An-
passungsgüten an, ermöglichen jedoch nicht korrekte RXCr-Werte für die Bakteriencellulosen 
wiederzugeben.  
Da die Intensität R380I scheinbar besser mit der Iβ-Gittermodifikation als mit dem Cellulose-
kristallinitätsindex in Relation steht (vgl. Abbildung 58), sind in Abbildung 60 die Zusam-
menhänge zwischen R380I/RiI und RXβ abgebildet, die mit hohen Bestimmtheitsmaßen lineare 
Korrelationen für alle untersuchten Cellulosen/Zellstoffe anzeigen. Die entsprechenden Gera-
denanstiege weisen ferner mit vergleichsweise hohen Werten von a1(R380I/R1380I) = 0,0204%-1 
und a1(R380I/R1120I) = 0,0117%-1 auf gute Empfindlichkeiten hin. 
 
              









1120I (b) mit dem Cellulosekristallinitätsindex RXcr der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen 
Cellulosen MCC(1) (●) und MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□)mit den dazugehörigen Regressi-
onsgeraden y = a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaß R²  




              




1120I mit dem Anteil der Iβ-
Cellulosegittermodifikation RXβ der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●) und 
MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□)mit den dazugehörigen Regressionsgeraden y = a0 + a1x mit 
Bestimmtheitsmaß R² 
 
In Abbildung 61 sind die indirekt proportionalen Zusammenhänge (Kategorie B/C, Tabelle 
11) der Intensitätsquotienten R2940I/R2894I und R897I/R1380I, R897I/R1120I wiedergegeben434.  
Es ist festzustellen, dass für die Berechnung des Cellulosekristallinitätsindex der Ramaninten-
sitätsquotient R2940I/R2894I aufgrund des flachen Geradenanstiegs a1(R2940I/R2894I) = -0,0034%-1 
und des relativ geringen Bestimmtheitsmaßes von R² = 0,93 nur bedingt anwendbar ist. Auch 
sind mit diesem Intensitätsquotienten die Bakteriencellulosen nicht bestimmbar.  
Die Ramanintensitätsquotienten mit R897I als Dividenden zeigen mit R² = 0,98 bzw. 0,97 sehr 
hohe Anpassungsgüten der Regressionsgeraden für alle untersuchten Celluloseproben an. Mit 
Werten von a1(R897I/R1380I) = -0,0075%-1 bzw. a1(R897I/R1120I) = -0,0054%-1 besitzen die Gera-
denanstiege darüber hinaus höhere Empfindlichkeiten als der Intensitätsquotient 
a1(R2940I/R2894I) an.  
Eine gewisse Einschränkung der in Abbildung 61b gezeigten Korrelation muss jedoch getrof-
fen werden. Bezugnehmend auf das Zweiphasenmodell und unter der Annahme, dass der 
Peak bei 897cm-1 ausschließlich für die amorphe Cellulosefraktion steht und bei komplett 
kristallinen Cellulosen vollständig verschwunden sein sollte, müssten beide Regressionsgera-
den den Fixpunkt Pfix [RXcr = 100%; R897I/R1380I = R897I/R1120I = 0] durchstreichen. Dies ist je-
doch nicht der Fall, da die Abszissenschnittpunkte bei RXcr(R897I/R1380I) = 87,0% bzw. 
                                                          
434 zur Berechnung der spezifischen RXcr-Werte siehe Kapitel VI.3.4, S. CCVIII-CCXI 
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RXcr(R897I/R1380I) = 80,9% liegen. Beschränkt man sich bei der Berechnung der Cellulosekris-
tallinitätsindices auf den untersuchten RXcr-Bereich von 0 bis 68,3%435, sollten dennoch mit 
hinreichender Genauigkeit RXcr-Werte kalkulierbar sein. 
 
             






1120I mit dem 
Cellulosekristallinitätsindex RXcr der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●) und 
MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□)mit den dazugehörigen Regressionsgeraden y = a0 + a1x mit 
Bestimmtheitsmaß R² 
 
Die zur Kategorie A/(A + B) zählenden Intensitätsquotienten RiI/(RiI + R897I * f) sind in Abbil-
dung 62 hinterlegt436. Die Einführung quotientenspezifischer Korrekturfaktoren f ist erforder-
lich, da zum einen für die Intensitätsänderungen |∆R1096I| ≠ |∆R897I| ≠ |∆R380I| gilt und zum an-
deren die absoluten Höhen der Intensitäten RiI unterschiedlich sind.  
Die Ermittlung der Korrekturfaktoren f erfolgte iterativ mithilfe des Fixpunktes Pfix [100%; 
                                                          
435 Maximalwert RXcr = 68,3% stammt von Bakteriencellulose BC(2v). 
436 zur Berechnung der spezifischen RXcr-Werte siehe Kapitel VI.3.4, S. CCVIII-CCXI 
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1], durch den die Regressionsgeraden gelegt wurden437. Als Ergebnis nehmen die Korrek-
turfaktoren f die Werte 4,5 bzw. 2,64 an.  
Die Korrelationen der Intensitätsquotienten R1096I/(R1096I + R897I * 4,5) bzw. R380I/(R380I + R897I 
* 2,64) mit den cellulosespezifischen Kristallinitätsindices RXcr in Abbildung 62 besitzen mit 
R² = 0,98 und R² = 0,99 hohe Bestimmtheitsmaße. Mit a1-Konstanten von a1(R1096I/(R1096I + 
R
897I * 4,5) = 0,0069%-1 und a1(R380I/(R380I + R897I * 2,64) = 0,0092%-1 sind die Empfindlich-
keiten gegenüber RXcr als ebenfalls hoch zu bewerten. 
 
             
Abbildung 62: Korrelationen der Ramanintensitätsquotienten R
1096I/(R
1096I + R




2,64) mit dem Cellulosekristallinitätsindex RXcr der Bakteriencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen 
MCC(1) (●) und MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff EuZ (□) mit den dazugehörigen Regressionsgeraden y 
= a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaßen R² 
 
Zur Abschätzung der Validität der vorgestellten Gleichungssysteme in Abbildung 59 bis Ab-
bildung 62 sind in Tabelle 12 die spezifischen mittleren und maximalen Absolutfehler a.F. 
(MW) bzw. a.F. (max) der jeweiligen Intensitätsquotienten aufgeführt.  
Aus der Tabelle geht hervor, dass für die pflanzenspezifischen Cellulosen MCC(1), MCC(2) 
und EuZ mit Werten von a.F. (MW) < 5% und a.F. (max) < 10% alle Regressionsgeraden 
hinreichend genau zur Bestimmung von RXcr geeignet sind. Zur Kalkulation von RXcr der 
Bakteriencellulosen sind die Intensitätsquotienten R1096I/R1380I, R1096I/R1120I, R2940I/R2894I nicht 
                                                          
437 Unter der Annahme, dass bei komplett kristallinen Cellulosen (x ~ Xcr = 100%) der Term Iam in Gleichung 2 
wegfällt, nimmt der Quotient (y ~ Icr/(Icr + Iam) den Wert 1 an. Der Fixpunkt Pfix [x; y] stellt damit den konkreten 
Koordinatenwert Pfix [100%; 1] dar.  
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geeignet, da sowohl die mittleren als auch maximalen Absolutfehler deutlich erhöhte Werte 
von a.F. (MW) > 20% bzw. a.F. (max) > 60% aufweisen. 
 
Tabelle 12: Mittlere und maximale Absolutfehler der RXcr-Werte* in Abhängigkeit der angewandten Intensitäts-
quotienten mit deren entsprechenden Regressionsgeradenkonstanten a0 und a1 in Abbildung 59 bis Abbildung 62 
Intensitätsquotienten Mittlere und maximale Absolutfehler a.F. (MW) und a.F. (max) 












1380I 3,9 9,9 21,8 62,9 
R
1096I/R
1120I 3,2 9,5 48,1 78,7 
R
380I/R
1380I* 1,7* 5,0* 3,1* 5,2* 
R
380I/R
1120I* 1,7* 4,2* 2,5* 6,1* 
R
2940I/R
2894I 2,9 7,7 45,4 60,1 
R
897I/R
1380I 2,5 7,0 2,3 7,0 
R
897I/R








897I * 2,64) 1,7 5,3 1,7 5,3 
* RXβ-Werte [%] 
 
Aus den in diesem Kapitel erarbeiteten ramanspektroskopischen Messmethoden kann konsta-
tiert werden, dass zur Bestimmung der Cellulosekristallinität unterschiedliche Ramanintensi-
tätsquotienten geeignet sind.  
Dabei scheinen die Ramanintensitäten der Wellenzahlen bei 897 und 380cm-1 besonders emp-
findlich gegenüber Änderungen der Cellulosekristallinität zu sein. Im Gegensatz dazu werden 
die Peaksignale bei 1380 und 1120cm-1 kaum beeinflusst und deren Intensitäten sind als kon-
stant anzusehen.  
In Verbindung mit vergleichsweise geringen Absolutfehler a.F. (MW) und a.F. (max) sollten 
sich infolgedessen die fünf Ramanintensitätsquotienten R897I/R1380I, R897I/R1120I, R897I/R1380I, 
R
897I/R1120I, R380I/(R380I + R897I * 2,64) zur Berechnung der Cellulosekristallinität RXcr eignen.  
 
  




Mit der Änderung des Cellulosekristallinitätsindex RXcr werden nicht nur die Ramanintensitä-
ten RiI sondern auch deren Peakpositionen bei 1120cm-1 und 1096cm-1 maßgeblich beein-
flusst. In den aus Abbildung 56 akquirierten Spektrenbereichen 1200-1000cm-1 der Bakte-
riencellulose BC(1v) und der MCC(1)-Mahlreihe sind in Abbildung 63 mit fortschreitender 
Celluloseaufmahlung Peakshifts von 1124,0cm-1 nach 1118,5cm-1 und für R1120I von 
1096,7cm-1 nach 1093-1 für R1096I messbar, die mit dem allgemeinen Ausdruck in Gleichung 
69 beschreibbar sind. 
 
∂ν ~ ∂ XR cr Gleichung 69 
 
       
Abbildung 63: Peakshifts im Spektrenbereich 1200 bis 1000cm-1 der Bakteriencellulose BC(1v) (a) sowie der 
unterschiedlich stark mittels Mahlaggregat MM2000 bei 60Hz aufgemahlenen mikrokristallinen Cellulosen 
MCC(1) mit Mahlzeiten von 0min (b), 2min (c), 4min (d), 6min (e), 8min (f), 10min (g) 
 
Das Shifting der Peaks bei 1120 bzw. 1096cm-1 ist in Abbildung 64 dargestellt. Hierin ist für 
den 1120cm-1-Peak mit einem Bestimmtheitsmaß von R² = 0,96 ein streng linearer Zusam-
menhang zwischen der Wellenlänge ν und dem Cellulosekristallinitätsindex RXcr gegeben438. 
Demnach erfolgt im Wellenzahlbereich 1124-1118cm-1 eine direkt proportionale Verschie-
bung des Peaks um 0,0832cm-1 je 1%iger RXcr-Änderung. Für komplett amorphe Cellulose 
liegt gemäß Konstante a0(R1120ν) der Peak bei einer Wellenlänge von rund 1118cm-1.  
Die Korrelation zwischen R1096ν und RXcr zeigt mit R² = 0,95 einen logarithmischen Zusam-
menhang zwischen beiden Größen auf. Eine Linearisierung mittels zweier Regressionsgera-
den ist nach Abbildung 64 möglich, so dass eine Unstetigkeitsstelle im Punkt Punstetig [19%; 
                                                          
438 zur Berechnung der spezifischen RXcr-Werte siehe Kapitel VI.3.4, S. CCVIII-CCXI 
  IV.1 Bestimmung der Cellulosekristallinität 
  
121 
1096cm-1] vorhanden ist. Für Cellulosekristallinitätsindices RXcr < 19% gilt demnach die 
Ausgleichsgerade y(R1096ν) = 1092,9 + 0,1639x und für RXcr > 19% die Ausgleichsgerade 
y(R1120ν) = 1095,3 + 0,0376.  
Eine mögliche Erklärung für die abrupte Änderung der Konstanten a1 bei RXcr = 19% könnte 
in den unterschiedlichen intra- und intermolekularen Wasserstoffbrückenbindungen zu finden 
sein. Die unstetige Funktion legt dabei nahe, dass unterschiedliche übermolekulare Cellulo-
sestrukturen in Abhängigkeit der Gesamtkristallinität durch den Einfluss der Mahlung nachei-
nander zerstört werden. Ein Indiz dafür ist u.a. in den Weitwinkelröntgendiffraktogrammen in 
Abbildung 46 gegeben, bei denen bis zu einem Wert von RXcr = 20,2% noch 101- und 101-
Reflexe vorhanden sind, die mit steigenden Mahlenergieeinträgen komplett verschwinden. 
 
 
Abbildung 64: Korrelationen der Ramanpeakpositionen R
1120I, R
1096I Cellulosekristallinitätsindex RXcr der Bakte-
riencellulosen (BC) (■), mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (●) und MCC(2) (○) und dem Eukalyptuszellstoff 
EuZ (□)mit der dazugehörigen Regressionsgeraden y = a0 + a1x bzw. Logarithmusfunktion y = a0 + a1ln(x) mit 
Bestimmtheitsmaßen R² 
 
Das Phänomen des Peakshiftings des Signals bei 1096cm-1 wird auch für zugbelastete Cellu-
lose-/Naturfasern beschrieben439. Demnach treten mit zunehmender Zugkraftbeanspruchung 
Fσ eine lineare Peakverschiebung hin zu niedrigeren Wellenzahlen ν auf, so dass als allgemei-
ner Ansatz Gleichung 70 gilt. 
 -∂ν ~ ∂Fσ Gleichung 70 
                                                          
439 siehe Kapitel II.2.3.1.2, S. 56f 
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Der Vergleich von Gleichung 69 mit Gleichung 70 zeigt analoge Abhängigkeiten der Wellen-
zahl sowohl vom Cellulosekristallinitätsindex als auch von der Zugkraftbeanspruchung auf. 







    ∂ XR cr ~ -∂Fσ Gleichung 71 
 
Gleichung 71 deutet an, dass Fσ und RXcr indirekt proportional zueinander stehen und mit 
steigenden Zugkräften eine Abnahme der Cellulosekristallinitäten von Fasern einhergehen 
sollte. Unter der Annahme, dass mit ansteigender Zugkrafteinwirkung eine zunehmende Spal-
tung der in den Cellulosefasern vorhandenen Wasserstoffbrückenbindungen vonstattengeht, 
beschreiben die Ergebnisse der Zugkrafteinwirkung auf Cellulosefasern dasselbe Phänomen, 
welches bei der Änderung des Cellulosekristallinitätsindex auftritt. Es kann festgestellt wer-
den, dass mit sinkender Anzahl der Wasserstoffbrückenbindungen, induziert sowohl durch 
Erniedrigung der Cellulosekristallinität (z.B. durch Cellulosemahlung) als auch Erhöhung der 
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IV.2 Bestimmung des Lignins in pflanzlichen Materialien 
 Ligninmodellsubstanzen IV.2.1
Zur Herleitung einer Ligninquantifizierungsmethode mittels Ramanspektroskopie wurden 
unterschiedliche C9-Ligninmodellsubstanzen (LM) vermessen, die gemäß Abbildung 65 hin-
sichtlich deren Kohlenstoffgrundgerüststrukturen in die drei Kategorien der Lignin-, Präkur-
sor- und Minorstrukturen zuordenbar sind.  
In natürlich vorkommenden Ligninen sind zum überwiegenden Teil Kohlenstoffgerüste exis-
tent, die C=C-Doppelbindungen ausschließlich im C6-Aromaten aufweisen, in C1-Position mit 
n-Propanketten verknüpft sind und Phenylpropan-Grundeinheiten440 bilden. 
Die drei Ligninpräkursoren der Monolignole441 sind charakterisiert durch Phenylisopropen-
Grundeinheiten, deren Doppelbindung zwischen Cα und Cβ während der Ligninsynthese in 
Pflanzenmaterialien aufgebrochen werden und zu vernetzten Ligninstrukturen führt. 
Als Stellvertreter wichtiger Minorsubstanzen442, wie z.B. Coniferylaldehyd oder Ferulasäure, 
wurden C9-Modellsubstanzen ausgewählt, die mit dem Aromaten über -Cα=Cβ-Cγ=O-Bindun-
gen zweifach konjugierte Doppelbindungen besitzen. 
 
 
Abbildung 65: Einteilung der Ligninmodellsusbtanzen LM anhand des C9-Grundgerüstes in die Kategorien 
Ligninstruktur, Präkursorstruktur, Minorstruktur 
 
In Abbildung 66 sind als Vertreter der drei Kategorien FT-Ramanspektren von 3-(4-Hydroxy-
3-methoxyphenyl)-propansäure, Coniferylalkohol, Coniferylaldehyd, Ferulasäure und p-Cu-
marsäure dargestellt. Alle untersuchten Modellsubstanzen zeigen im Wellenzahlbereich 1700-
1550cm-1 Ramansignale auf, die von den -C=C-Schwingungen der Phenylgruppen und mit 
den Aromaten konjugierten Doppelbindungen der Seitenketten -Cα=Cβ- und -Cα=Cβ-Cγ=O 
                                                          
440 siehe Kapitel II.1.3.2.1.1, Abbildung 17, S. 28 
441 siehe Kapitel II.1.3.2.1.1, Abbildung 15, S. 26 
442 siehe Kapitel II.1.3.2.2, S. 30-34 
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herrühren. Dieser als RLigninA bezeichnete Bereich bietet sich daher explizit zur Quantifizie-
rung von Ligninstrukturen in Pflanzenmaterialien an.  
 
 
Abbildung 66: FT-Ramanspektren von 3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)-propansäure (a), Coniferylalkohol (b), 
Coniferylaldehyd (c), Ferulasäure (d), p-Cumarsäure (e) sowie p-Cumarsäure/MCC(2)-Mischungen mit p-
Cumarsäureanteilen wpCS = 8,3% (f), wpCS = 3,6% (g), wpCS = 0,7% (h), grundlinienkorrigiert (konkave Gummi-
bandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (1750-250cm-1), offsetnormiert 
  
 IV.2 Bestimmung des Lignins in pflanzlichen Materialien 
  
125 
Aus Abbildung 66 geht hervor, dass bei den Modellsubstanzen der beiden Kategorien der 
Präkursor- (b) und Minorstrukturen (c bis e) signifikante Aufspaltungen der Ramansignale zu 
beobachten sind. Dabei werden die Signale um 1600cm-1 von symmetrischen Ringstreckun-
gen des Aromaten und im Wellenzahlbereich 1650-1620cm-1 von den, mit den Aromaten kon-
jugierten, Doppelbindungen -Cα=Cβ- und -Cγ=O der Seitenketten hervorgerufen443,444,445. 
Zur modellhaften Nachempfindung von, aus Polysaccharid- und Ligninanteilen zusammenge-
setzten, Pflanzenmaterialien, wurden für alle Modellsubstanzen mit der mikrokristallinen Cel-
lulose MCC(2) Stoffmischungen hergestellt, die definierte LM-Gehalte wLM aufwiesen446. Als 
Beispiel einer Mischungsreihe sind in Abbildung 66f bis h pCS/MCC(2)-Mischspektren mit 
unterschiedlichen wpCS-Werten hinterlegt. Mithilfe der Modellsubstanz/Cellulose-Mischungen 
sind die Anteile wLM in Gleichung 72 in Relation zum Peakflächenintensitätsquotienten RLigni-
nA/R1380I gesetzt. Im Nenner des Quotienten ist die Gesamtpeakfläche des Wellenzahlberei-
ches 1700-1550cm-1 zusammengefasst. Ermittelt wird diese Fläche durch Peakdeconvolution 
und Aufsummierung der einzelnen Peakflächen. Im Divisor steht die Intensität des Peaks bei 
1380cm-1. Der Grund für die Auswahl dieses Peaks liegt in der guten Konstanz der Signalhö-





1380  ~  wLM Gleichung 72 
 
Die Anwendung von Gleichung 72 führt zu polynomischen Zusammenhängen zwischen dem 
Peakflächenintensitätsquotienten RLigninA/R1380I und den spezifischen Ligninmodellsubstanz-
gehalten wLM. Durch Potenzierung von RLigninA/R1380I mit 0,5 sind in Abbildung 67 mit hinrei-





1380  = 3 + wLM · tan α 
Gleichung 73 
  
                                                          
443 Vgl. Agarwal, Ralph, Atalla (1997), S. 2 
444 Vgl. Agarwal et al. (2005), S. 3-8 
445 Vgl. Agarwal, Reiner (2009), S. 1529-1533 
446 siehe Kapitel VI.1.2, Tabelle 18 bis Tabelle 21, S. CLXXXVI f 
447 siehe Kapitel IV.1.4.1, Abbildung 57, S. 111 
448 Iterativ wurde ein gemeinsamer Ordinatenschnittpunkt aller Regressionsgeraden bei (R
LigninA/R
1380I)0,5 = 3 
bestimmt. 
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Abbildung 67: Korrelationen zwischen Flächenintensitätsquotient (R
LigninA/R
1380I)0,5 und Ligninmodellsub-
stanzanteil wLM der Ligninmodellsubstanzen der Ligninstrukturen (●), Präkursorstrukturen (□), Minorstrukturen 
(■,■) sowie Lignin-/Minorstruktur-Mischungen der Ligninmodellsubstanzkombinationen Phenylala-
nin/Ferulasäure (Pha/FS) (x) und 3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)-propansäure/p-Cumarsäure (Hym/pCS) (+) 
mit Minorgehalten von wMinor = 81,2% (a), 62,1% (b), 41,3% (c), 20,3% (d), 10,0% (e), 5,0% (f)
449 
 
Aus Abbildung 67 geht hervor, dass der Steigungswinkel α maßgeblich vom Konjugations-
grad der -CαCβCγ(O)-Seitenketten der Ligninmodellsubstanzen beeinflusst ist und funktionelle 
Gruppen wie z.B. Methoxy-, Carbonyl- oder Estergruppen keinen oder nur sehr geringen Ein-
fluss auf den Ramanflächenintensitätsquotienten (RLigninA/R1380I)0,5 haben. 
                                                          
449 Für die Regressionsgeraden wurden teils nicht alle Punkte verwendet. Bei den Ligninstrukturen fanden alle 
Punkte Verwendung, bei den Präkursorstrukturen alle Mischungen die wLM < 20%, bei den Minorstrukturen alle 
Mischungen die wLM < 11% bzw. wpCS < 20% und bei den Hym/pCS-Mischungen alle Mischungen, die wHym/pCS 
< 50% erfüllten. 
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Mit tan α = 0,1274 zeigen die Modellsubstanzen des Phenylalanins, Tyrosins und der 3-(4-
Hydroxy-3-methoxyphenyl)-propansäure den geringsten Geradenanstieg. Die zu den Präkur-
sorstruktur-Substanzen zusammengefassten C9-Modelle des Isoeugenols und Coniferylalko-
hols weisen mit tan α = 0,5926 einen viermal steileren Anstieg auf. Der Steigungswinkel des 
aus insgesamt neun Modellsubstanzen450 bestehenden Regressionssystems der Minorstruktu-
ren zeigt mit tan α = 2,497 den höchsten Wert an.  
Mit Bestimmtheitsmaßen von R² > 0,84 sind die Anpassungen für die Ligninmodelle mit Lig-
nin- und Präkursorstrukturen hinreichend ausgeprägt, was für die Minorstrukturen insbeson-
dere für steigende Werte wLM nicht der Fall ist. Die zunehmende Streuung der RLigninA/R1380I-
Werte rührt im Wesentlichen von den geringen Intensitäten R1380I bei hohen wLM-Gehalten her 
(siehe bspw. Abbildung 66f). Für wLM < 10% treten nur geringe Streueffekte für die Minors-
truktur-Modellsubstanzen auf und mit R² = 0,72 ist der in Abbildung 67 dargestellte lineare 
Regressionsansatz gültig. 
Unter der Annahme, dass die Lignineinlagerungen von Pflanzenmaterialen zum überwiegen-
den Teil aus den klassischen Phenylpropan-Grundeinheiten und in geringem Maße von Mi-
norstrukturen (z.B. Coniferylaldehyd- und/oder Ferulasäureinkorporationen in Ligninstruktu-
ren) zusammengesetzt sind451, wurden insgesamt sechs unterschiedliche Ligninstruk-
tur/Minorstruktur-Mischungen zubereitet, die nach Gleichung 74 definierte Minorsubstanzan-
teile wMinor aufwiesen. Mit den Ligninstruktur/Minorstruktur-Mischungen wurden gleichfalls 
mit mikrokristalliner Cellulose MCC(2) definierte Ligninmodellsubstanz/Cellulose-
Mischungen hergestellt.  
 
wMinor = 100  ·  
mLM(Minorstruktur)
mLM(Ligninstruktur)+ mLM(Minorstruktur)
  [%] Gleichung 74 
 
Erwartungsgemäß liegen in Abbildung 67 alle Anstiege der Regressionsgeraden der Lignin-
struktur/Minorstruktur/MCC(2)-Mischungen (a bis f) zwischen den Steigungen der Lignin- 
und Minorstrukturen und zeigen in Abbildung 68a mit R² = 0,98 einen starken direktproporti-
onalen Zusammenhang mit dem Steigungswinkel α auf. Aus ihm sind wMinor-spezifische Stei-
gungen tan α ermittelbar, die zwischen den Grenzen tan α = 0,2188 (wMinor = 0%) und tan α = 
2,3488 (wMinor = 100%) liegen. Diese erlauben es, ein Minorsubstanz-Linien-Diagramm be-
stehend aus den drei Größen des Flächenintensitätsquotienten (RLigninA/R1380I)0,5 und den Lig-
                                                          
450 4-Acetoxy-3-methoxyzimtaldehyd, Coniferylaldehyd, p-Cumarsäure, 3-(3,4-Dimethoxyphenyl)acrylsäure, 
Ferulasäure, Ferulasäureethylester, Kaffeesäure, Sinapinsäure, Zimtsäure 
451 siehe Kapitel II.1.3.2.1.1, Abbildung 17, S. 28 
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ninmodellsusbstanzanteilen wLM und wMinor in Abbildung 68b zu konstruieren. Alle drei Grö-
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Abbildung 68a und b: Linearer Zusammenhang zwischen Steigungswinkel tan α und Minorsubstanzanteil wMinor 
(a) und dem daraus hergeleiteten Minorsubstanz-Linien-Diagramm (b) mit den drei Größen des Flächenintensi-
tätsquotienten (R
LigninA/R
1380I)0,5 und den Ligninmodellsusbstanzanteilen wLM und wMinor sowie der Lage der Lig-
ninmodellsubstanzen mit Ligninstruktur (●) bzw. Minorstruktur (■) im Diagramm 
 
Zur Bewertung der Anpassungsgüte der Minorsubstanz-Linien in Abbildung 68b sind in das 
Minorsubstanz-Linien-Diagramm die Lage der Ligninmodellsubstanzen, die Lignin- bzw. 
Minorstrukturen aufweisen453 und gleichfalls die Systemgrenzen dieses Modellansatzes dar-
stellen, mit abgebildet. In dem Diagramm werden modellbedingt die Anteile wLM der Modell-
substanzen der Ligninstrukturen unter- und die der Minorstrukturen überschätzt. Als Gründe 
dafür müssen der iterativ bestimmte Ordinatenschnittpunkte454 bei 3cm-0,5 und die in Abbil-
                                                          
452 zur Berechnung von wMinor siehe Kapitel VI.4.1, S. CCXIII f 
453 siehe Abbildung 65, S. 123 
454 siehe Gleichung 73, S. 125, Abbildung 67, S. 126 
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dung 68a ermittelten wMinor-abhängigen Steigungswinkel bzw. Geradenanstiege tan α der Mi-
norsubstanz-Linien genannt werden.  
Für die Abschätzung der Minorsubstanzgehalte in pflanzlichen Materialien sollte das Mi-
norsubstanz-Linien-Diagramm jedoch grundsätzlich einsetzbar sein und zumindest eine Ein-
teilung der Pflanzen in Lignine mit niedrigeren bzw. höheren Gehalten von Minorsubstanzen, 
wie bspw. Feruläure- oder Coniferylaldehydinkorporationen, gestatten455. 
Zur Bestimmung des Anteils wMinor bietet sich gemäß Abbildung 66 der Wellenzahlbereich 
1700-1550cm-1 an, da als Alleinstellungsmerkmal der Ligninmodellsubstanzen mit Präkursor- 
und Minorstrukturen Aufsplittungen der Ramanpeaks beobachtbar sind. In Abbildung 69 sind 
die FT-Ramanspektren der fünf Ligninmodellsubstanzen im Wellenzahlbereich 1750-1550cm-
1 dargestellt, die mittels Peakdeconvolution entfaltet wurden.  
 
 
Abbildung 69: Peakdeconvolution der FT-Ramanspektren der Ligninmodellsubstanzen 3-(4-Hydroxy-3-
methoxyphenyl)-propansäure (Hym), Coniferylalkohol (CAlk), Coniferylaldehyd (CAld), Ferulasäure (FS), p-
Cumarsäure (pCS), grundlinienkorrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), 
vektornormiert (1750-250cm-1), offsetnormiert 
 
In der oberen Abbildung ist stellvertretend für Ligninstrukturen, die durch gesättigte Propan-
seitenketten gekennzeichnet sind, das Hym-Spektrum dargestellt. Bei dieser Substanz ist bei 
1618cm-1 ein Doppelpeak existent, der räumlich eng mit dem Aromatenpeak bei 1600cm-1 
assoziert ist.  
Als Vertreter der Ligninpräkursoren zeigt das Coniferylalkohol bei 1627cm-1 einen ver-
gleichsweise intensitätsschwachen Aromatennachbarpeak auf.  
                                                          
455 siehe Kapitel IV.2.2, Abbildung 72, S. 134 
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Für die drei wichtigen Vertreter der Ligninminorsubstanzen des Coniferylaldehyds, sowie der 
Ferula- und p-Cumarsäure, sind deutliche Signalaufspaltungen detektierbar, die zwischen 
1620 und 1645cm-1 liegen. Die Flächen der Peaks, die in den Wellenzahlbereich 1620 - 
1645cm-1 fallen, sind als Hydroxyzimtaldehyd/-säure-Area RHZAA456 definiert. Aus dem Ver-
hältnis der Peakfläche im Bereich RHZAA zur Gesamtfläche457 RLigninA ist nach Gleichung 76 
der Anteil RwHZA bestimmbar458. Die berechneten mittleren RwHZA-Werte459 der untersuchten 
Ligninmodellsubstanzen sind in Abbildung 70 hinterlegt. 
Als Charakterisitikum der p-Hydroxyzimtalkohole und -aldehyde sind bei rund 1660cm-1 
Peaksignale (mit * gekennzeichnet) detektierbar460, die bei den untersuchten p-Hydroxyzimt-
säuren bzw. -estern fehlen. 
 




Lignin   [%] Gleichung 76 
 
Abbildung 70: Prozentualer Anteil der Peakfläche R
HZAA an der Gesamtfläche R
LigninA der Ligninstrukturmodell-
substanzen 3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)-propansäure (Hym), Phenylalanin (Pha), Tyrosin (Tyr), Präkur-
sorstrukturmodellsubstanzen Coniferylalkohol (CAlk), Isoeugenol (Ise) und Minorstrukturmodellsubstanzen 4-
Acetoxy-3-methoxyzimtaldehyd (AAld), Coniferylaldehyd (CAld), p-Cumarsäure (pCS), 3-(3,4-Dimethoxyphe-
nyl)acrylsäure (DS), Ferulasäure (FS), Ferulasäureethylester (FSE), Kaffeesäure (KS), Sinapinsäure (SS), Zimt-
säure (ZS), bestimmt als Mittelwert   
                                                          
456 HZA: Hydroxyzimtsäuren/-aldehyde 
457 Die Gesamtfläche R
LigninA stellt die Summe aller Peakflächen im Bereich 1700-1550cm-1 dar. 
458 zur Berechnung von wMinor siehe Kapitel VI.4.1, S. CCXIII f 
459 Die angegebenen Werte RwHZA stellen die Mittelwerte +/- Standardabweichung MW +/- σ dar, die von den 
reinen Substanzen und den MCC(2)-Mischungen bestimmt wurden. 
460 Vgl. Kihara et al. (2002), S. 2215-2218 
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Aus Abbildung 70 geht hervor, dass alle Modellsubstanzen mit Lignin- und Präkursorstruktu-
ren vergleichsweise niedrige bis keine RwHZA-Werte aufzeigen.  
Im Gegensatz dazu sind für die Modellsubstanzen der Minorstrukturen mittlere Werte461 bere-
chenbar, die bis auf die Ligninmodellsubstanzen Coniferylaldehyd und Kaffeesäure um RwHZA 
(MW) = {36,0 +/- 4,3}% streuen.  
Mit RwHZA (CAld) = {19,4 +/- 1,1}% liegt die im Pflanzenreich weitverbreitete Minorsub-
stanz Coniferylaldehyd um ca. die Hälfte unter dem Wert RwHZA (MW). 
Da der, per Peakdeconvolution ermittelbare, Hydroxyzimtaldehyd/-säure-Flächenanteil RwHZA 
nach Abbildung 70 nur für Modellsubstanzen der Minorstrukturen bestimmbar ist, kann diese 
Größe als ein Markerpeak dieser Minorsubstanzen herangezogen werden. Diese sollte gemäß 
Gleichung 77 mit dem Minorsubstanzanteil wMinor verküpft sein. Der unten gezeigte Ansatz 
wird in Kapitel IV.2.2 zur Herausarbeitung einer Ligninquantifizierungsmethode für Pflan-
zenmaterialien aufgegriffen. 
 






                                                          
461 Angegeben als Mittelwert +/- Standardabweichung MW +/- σ, ermittelt aus den RwHZA-Werten von AAld, pCS, 
DS, FS, FSE, SS, ZS. 
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 Ligninquantifizierung von Pflanzenmaterialien IV.2.2
In Abbildung 71 sind FT-Ramanspektren von Holzproben der Platane (a) und Kiefer (b), von 
Gräsern bzw. Einjahrespflanzen des Chinaschilfs (c) und des Flachsstrohs (e), zuzüglich derer 
alkaliaufgeschlossener Fraktionen (d und f), sowie ein Pistazienschalenspektrum (g) darge-
stellt. Der Bereich der Ligninsignale RLigninA (grauschraffiert) und der Polysaccharidpeaks 
R
1380I sind gesondert gekennzeichnet.  
Hinsichtlich der Peakform im Bereich 1700-1550cm-1 ähneln sich die FT-Ramanspektren der 
Laub- und Nadelhölzer. Beide weisen Hauptpeaks bei 1606 bzw. 1603cm-1 auf, die von zwei 
Nachbarpeaks bei 1628 bzw. 1621cm-1 und 1594 bzw. 1586cm-1 links- und rechtsseitig flan-
kiert sind. Weiterhin sind in beiden Spektren nahezu basisliniengetrennte Nachbarpeaks bei 
rund 1665cm-1 existent, welche mit zwei Deconvolutionskurven beschreibbar sind.  
Die Form des Spektrums der Pistazienschale ist denen der Holzspektren ähnlich, weist jedoch 
einen vergleichsweise intensitätsschwachen linksseitigen Nachbarpeak bei 1623cm-1 auf.  
Die Peakformen der Gräser/Einjahrespflanzen in Abbildung 71c und e sind untereinander 
nicht vergleichbar. Für die Probe des Chinagrases ist eine deutliche Aufspaltung des Aroma-
tenpeaks bei 1600 und 1631cm-1 beobachtbar, was auf das Vorhandensein von konjugierten -
Cα=Cβ-Cγ=O-Bindungen hindeutet. Weiterhin ist bei diesem Pflanzenmaterial ein nur gering 
ausgeprägter Peak bei 1665cm-1 detektierbar. 
Die Flachsprobe (e) zeigt wiederum eher Gemeinsamkeiten mit den Holzspektren (a) und (b) 
auf und der Ligninspektrenbereich 1700-1550cm-1 ist durch insgesamt vier Deconvolutions-
kurven bei 1660, 1627, 1603 und 1590cm-1 beschreibbar.  
Die per Alkaliaufschluss extrahierten Proben (d) und (f) deuten auf Veränderungen im Spek-
trenbereich der Ligninstrukturen hin. Für beide Materialien tauchen nach erfolgter Alkalibe-
handlung Peaks bei 1561cm-1 auf, die in Ramanspektren natürlich vorkommender Pflanzen-
lignine nicht existent sind. Eine mögliche Erklärung für diese Peaks könnte in der Einführung 
neuer funktioneller Gruppen wie z.B. Carbonylgruppen am Cα-Atom während des Alkaliauf-
schlusses begründet liegen462.  
Durch die basischen Reaktionsbedingungen während des Alkaliaufschlusses sollten ferner 
die, über Esterbindungen an Hemicellulosen geknüpften, Ferulamono-/oligomere sowie die, 
an Syringyleinheiten veresterten, p-Cumarsäuren463 abgespalten werden und in der Folge die-
se Minorsubstanzen in Lösung gehen. Als Indizien dafür stehen die Peaks bei rund 1630cm-1. 
Für die Chinagrasprobe ist eine signifikante Erniedrigung dieses Peaks von der Originalprobe 
                                                          
462 Vgl. Gruber (2011d), S. 3 
463 Vgl. Ralph et al. (1994), S. 9450-9454 
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(c) hin zur Alkaliaufschlussprobe (d) zu verzeichnen. Bei der Flachsprobe ist dieser Peak bei 
der alkaliaufgeschlossenen Probe (f) komplett verschwunden. 
 
Abbildung 71a bis g: FT-Ramanspektren der Pflanzenmaterialien Platane (a), Kiefer (b), Chinagras (c), alkali-
aufgeschlossenes Chinagras (d), Flachs (e), alkaliaufgeschlossener Flachs (f), Pistazienschale (g), grundlinien-
korrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (1750-600cm-1), 
offsetnormiert 
 
Mit der Intensität des Bezugspeaks der Polysaccharidfraktion R1380I und der Gesamtpeakflä-
che des Spektrenbereichs 1700-1550cm-1 RLigninA sind in Anlehnung an Gleichung 73 mittels 
Substitution des Ligninmodellsubstanzanteils wLM durch den Klason-Ligningehalt nwL die 
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Lage der pflanzenspezifischen Peakflächenintensitätsquotienten (RLigninA/R1380I)0,5 im Mi-
norsubstanz-Linien-Diagramm in Abbildung 72 darstellbar.  
 
 
Abbildung 72: Lage der Laubhölzer (○), Nadelhölzer (□), Nussschalen (■), Gräser/Einjahrespflanzen (●), alka-
liaufgeschlossenen Einjahrespflanzen (+) im Minorsubstanz-Linien-Diagramm 
 
Aus Abbildung 72 geht hervor, dass alle Laubholz- (○) und Nadelholzproben (□) im wMinor-
Bereich wMinor = 0 ... 20% liegen, was in guter Übereinstimmung mit Ergebnissen von 
Gómez-Ros et al. steht464. Die untersuchten Nussschalen (■) rangieren im selben umgrenzten 
Bereich. Starke Variabilitäten weisen die Gräser und Einjahrespflanzen (●) auf. Sie streuen 
                                                          
464 Vgl. Gómez-Ros et al. (2007), S. 169ff; Durch Analyse der mittels Thioacidolyse gewonnen Reaktionsproduk-
te wurden für Popolus alba 4,1%, Pinus halepensis 17,7%, Araucaria araucana 8,5% und Araucaria heterophyl-
la 9,1% p-Hydroxyzimtaldehyd-Einlagerungen in lignifizierten Pflanzenzellwänden aus gegebenen TIC-Werten 
berechnet. 
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von wMinor = 10 bis wMinor = 60%, was auf unterschiedliche Anteile von Minorsubstanzen hin-
deutet. Bei den alkalibehandelten Einjahrespflanzen (+) ist die Streuung im Vergleich zu den 
Originalproben stark zurückgedrängt und sie sind im Bereich wMinor = 0 ... 20% verortet.  
Aus der Lage der Peakflächenintensitätsquotienten (RLigninA/R1380I)0,5 im Minorsusbtanz-
Linien-Diagramm in Abbildung 72 sind die pflanzenspezifischen Klason-Ligningehalte nwL 
mit den entsprechenden Steigungen tan β über Gleichung 78 miteinander verknüpft.  
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Die pflanzenspezifischen Steigungen tan β sind nach Abbildung 72 gleichbedeutend den Mi-
norsubstanzgehalten wMinor. Weiterhin ist durch die Deconvolutionsuntersuchungen der Lig-
ninmodellsubstanzen465 gezeigt, dass ausschließlich für Minorstrukturen quantifizierbare 
RwHZA-Anteile im Wellenzahlbereich 1650-1620cm-1 ermittelbar sind, so dass Gleichung 79 
zur Herleitung von tan β herangezogen werden kann. 
 
 tan β = wMinor ~ wR HZA Gleichung 79 
 
Mit dem Ziel der Substitution der Größe tan β durch RwHZA sind in Abbildung 73 Korrelati-
onsuntersuchungen durchgeführt worden. Dazu wurden im Wellenzahlbereich 1700-1550cm-1 
die ramanspektroskopischen Ligninsignal mittels Lorentz/Gaußkurven entfaltet und im Wel-
lenzahlbereich 1650-1620cm-1 die Peakflächen RHZAA ermittelt, mit der unter Verwendung 
der Gesamtpeakfläche RLigninA der RwHZA-Anteil bestimmbar ist466.  
Aus den Peakdeconvolutionskurven in Abbildung 73 geht hervor, dass in allen originären 
Pflanzenmaterialien Chinagras (Ch), Flachstängel (Fl), Platanenholz (Pl), Kiefernholz (Kf) 
und Pistazienschale (Pz) Peakflächen RHZAA ermittelbar sind, deren Anteile gemessen an den 
entsprechenden Gesamtpeakflächen zwischen RwHZA = 3,3% und 25,8% liegen.  
Die Extraktion der Pflanzenmaterialien des Chinagrases und des Flachsstängels mit Natron-
lauge hat sigifikante Erniedrigungen der Peakflächenanteile RwHZA auf Werte von 8,3% 
(Ch_a) und 0,0% (Fl_a) zur Folge. Dies legt nahe, dass insbesondere p-Hydroxyzimtsäuren, 
                                                          
465 siehe Kapitel IV.2.1, Abbildung 70, S. 130, Gleichung 77, S. 131 
466 siehe Kapitel IV.2.1, Gleichung 76, S. 130 
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die über Esterverbindungen in Zellwänden vorliegen467, im alkalischen Milieu aus den Pflan-
zenmaterialien bevorzugt herausgelöst werden und in Lösung gehen.  
 
 
Abbildung 73: Korrelationen der Steigungswinkel tan β der Einjahrespflanzen (EP) und der mittels Alkaliauf-
schluss extrahierten Einjahrespflanzen (EP_a) sowie der Laubhölzer (LH), Nadelhölzer (NH), Nussschalen (Sch) 
mit den RwHZA-Peakflächenanteilen der Pflanzenmaterialien; Bestimmung der RwHZA-Peakflächenanteile durch 
Peakdeconvolution im FT-Ramanspektrenbereich 1700-1550cm-1 an den Pflanzenbeispielen Chinagras (Ch), 
Flachs (Fl), alkaliaufgschlossenes Chinagras (Ch_a), alkaliaufgeschlossener Flachs (Fl_a), Platane (Pl), Kiefer 
(Kf), Pistazienschale (Pz) 
 
Hinsichtlich der qualitiativen Beschreibung der pflanzenspezifischen Minorstrukturanteile der 
Lignine deuten in Abbildung 73 die Aldehydmarkerpeaks468 bei 1660cm-1 bis auf die China-
                                                          
467 siehe Kapitel II.1.3.2.2, S. 30-34 
468 siehe Kapitel IV.2.1, Abbildung 69, S. 129 
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grasprobe für alle Pflanzenmaterialien auf coniferyl-/sinapylaldehydreiche Minorsubstanzin-
korporationen hin. 
Aus der Korrelationsanalyse der Steigung tan β mit den Peakflächenanteilen RwHZA sind in 
Abbildung 73 zwei unterschiedliche Regressionsgeraden y = a0 + a1x bestimmbar.  
Bei der als „aldehydreich“ benannten Ausgleichsfunktion sind alle Laub- (LH) und Nadelhöl-
zer (NH) sowie Nussschalen (Sch) und aus dem Bereich der Gräser/Einjahrespflanzen die 
Flachsstängel (Fl) und die Goldrutenprobe (Gd) zusammengefasst. 
In der „aldehydarmen“ Korrelation sind bis auf Fl und Gd die originalen (EP) und die mittels 
Alkaliaufschluss extrahierten Einjahrespflanzen (EP_a) integriert.  
Aus den Geradenkonstanten a0 geht hervor, dass diese mit a0 = 0,2557 (aldehydarm) und a0 = 
0,2465 (aldehydreich) identische Werte aufweisen, die vergleichbar mit der Konstanten a0 = 
0,2188 (LM) der Ligninmodellsubstanzen aus Abbildung 68a sind, die für 100%ige Lignin-
strukturen steht. Dies bedeutet folglich, dass, wenn keine Peakfläche RHZAA in den Pflanzen-
spektren vorhanden ist, Minorstrukturen komplett fehlen sollten. 
Mit a1 = 0,0319 (aldehydarm) liegt die Konstante a1 der Einjahrespflanzen um knapp das 
Doppelte über dem Wert von a1 = 0,0161 (aldehydreich). Der Quotient beider Konstanten a1 
steht dabei in Gleichung 80 in guter Übereinstimmung mit den berechenbaren RwHZA-
Quotienten des Coniferylaldehyds (CAld) und der p-Hydroxyzimtsäuren Ferula- (FS) und p-
Cumarsäure (pCS)469.  
In grober Abschätzung kann demnach davon ausgegangen werden, dass die Lignin-
Minorstrukturen der untersuchten Laub-, Nadelhölzer und Nussschalen nahezu vollständig 
aus Coniferyl- und Sinapylaldehyden bestehen und die Minorstrukturen der, in der „aldehyd-
armen“ Regression in Abbildung 73 zusammengefassten, Pflanzenmaterialien zum überwie-




 ≈ 0,5 ≈ wHZAR  (CAld)
wHZAR  (FS)
 ~ wHZAR  (CAld)
wHZAR  (pCS)
   Gleichung 80 
 
Die Substitution des Ausdrucks tan β in Gleichung 78 durch die beiden, in Abbildung 73 dar-
gestellten, Regressionsansätzen führt in Gleichung 81 zu einem empirischen Lösungsansatz, 
der zur spektroskopischen Bestimmung der Ligninanteile aller untersuchten Pflanzenmateria-
                                                          
469 siehe Kapitel IV.2.1, Abbildung 70, S. 130, Gleichung 77, S. 131 
470 Da nicht auszuschließen ist, dass in Gräsern/Einjahrespflanzen Coniferyl-/Sinapylaldehyde Bestandteile der 
Minorkomponenten sind, ist diese Gleichung lediglich als praktikable Näherung zu betrachten, die für die unter-
suchten Pflanzenmaterialien in guter Anwendbarkeit steht (vgl. Abbildung 74). 
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 Gleichung 81 
 
Der Vergleich, der nach Gleichung 81 kalkulierten Ligningehalte RwL mit den Bezugswerten 
der Klason-Lignine nwL in Abbildung 74 zeigt mit R² = 0,92 eine gute Vergleichbarkeit beider 
Größen an. Des Weiteren weist die, durch den Koordinatenursprung gelegte, Ausgleichsgera-
de einen Geradenanstieg von rund 1 auf. Dies bedeutet, dass RwL = nwL gilt und damit die 
spektroskopisch ermittelten Ligningehalte mit den nasschemisch bestimmten Referenzwerten 
der Klason-Lignine vergleichbar sind. 
 
              
Abbildung 74: Vergleich der kalkulierten Ligningehalte RwL mit den Klasonligningehalten nwL der Laubhölzer 
(○), Nadelhölzer (□), Nussschalen (■), Einjahrespflanzen (●), mittels Alkaliaufschluss extrahierte Einjahres-
pflanzen (+) 
                                                          
471 zur Berechnung von RwHZA und RwL siehe Kapitel VI.6, S. CCXVIII - CCXXII 




Zur Bewertung der Genauigkeit der ramanspektroskopischen Ligninquantifizierungsmethode 
sind in Tabelle 13 die mittleren und maximalen Absolutfehler a.F. (MW), a.F. (Max) der un-
tersuchten Pflanzengruppen hinterlegt. Demnach zeigen die mittleren Absolutfehler mit ge-
ringen Werten von a.F. (MW) < 3% gute Quantifizierungseigenschaften an. Die maximalen 
Absolutfehler liegen zwar erhöht, aber ebenfalls im vertretbaren Fehlerbereich. 
 
Tabelle 13: Mittlere und maximale Absolutfehler a.F. (MW), a.F. (Max) der ramanspektroskopisch ermittelten 
Werte RwL und nasschemisch ermittelten Klason-Ligningehalten nwL der Laubhölzer (LH), Nadelhölzer (NH), 
Einjahrespflanzen (EP), alkaliaufgeschlossenen Einjahrespflanzen (EP_a) und Nussschalen (Sch) 
|nwL - RwL| LH NH EP EP_a Sch 
a.F. (MW) [%] 1,9 2,1 1,9 2,7 2,8 
a.F. (Max) [%] 5,3 3,0 3,6 6,6 6,9 
 
Zusammenfassend kann konstatiert werden, dass mit dem Ansatz in Gleichung 81 durch 
Auswertung der FT-Ramanspektren der Pflanzenmaterialien bezüglich der drei Größen der 
Signalintensität des Peaks bei 1380cm-1 R1380I, sowie der Peakflächen im Bereich 1700-
1550cm-1 RLigninA und RHZAA (und damit RwHZA) die rein spektroskopische Bestimmung der 
Ligningehalte möglich ist. 
Die hier vorgestellte Ramanmethode ist dabei universell für Pflanzenmaterialien einsetzbar 
und ermöglicht es, unabhängig der pflanzenspezifischen Ligninstrukturen belastbare Lignin-
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 Bestimmung der S/G-Verhältnisse der Pflanzenmateria-IV.2.3
lien 
Nach Sun et al.472 ist mithilfe der Peaks bei 1335 und 1270cm-1 das Verhältnis von Syringyl- 
zu Guaiacylgruppen in pflanzlichen Ligninen bestimmbar. In Anlehnung an diese Publikation 
sind die FT-Ramanspektren der Pflanzenmaterialien im Wellenzahlbereich 1430-1220cm-1 
mittels Peakdeconvolution entfaltet und die Peakflächen der Syringyleinheiten bei 1335cm-1 
R
SA und der Guaiacyleinheiten bei 1270cm-1 RGA bestimmt worden. Am Beispiel der FT-
Ramanspektren der sieben ausgewählten Pflanzenmaterialien in Abbildung 75 ist ersichtlich, 
dass für die Platanenholz- (Pl) und Pistazienschalenprobe (Pz) die RSA-Peakflächen mit 1,986 
bzw. 1,874cm-1 um über das Dreifache über denen der RGA-Peakflächen mit 0,543 und 
0,347cm-1 liegen, was nach Gleichung 82 auf hohe S/G-Quotienten schließen lässt. Die Mate-
rialproben des Kiefernholzes (Kf) sowie der originalen als auch alkaliaufgeschlossenen Chi-




Abbildung 75: Bestimmung der Peakflächen R
SA (∆) und R
GA (*) durch Peakdeconvolution im FT-Raman-
spektrenbereich 1430-1220cm-1 an den Pflanzenbeispielen Platanenholz (Pl), Kiefernholz (Kf), Pistaziennuss-
schale (Pz), Chinagras (Ch), Flachsstängel (Fl), sowie an den alkaliextrahierten Chinagras- (Ch_a) und Flachs-
stängelproben (Fl_a)  
  
                                                          
472 Vgl. Sun et al. (2011), S. 649-655 




S G⁄  ~  ARS
AR
G  Gleichung 82 
 
Im Ergebnis der Anwendung der Gleichung 82 sind RSA/RGA-Quotienten ermittelbar, die in 
Abbildung 76a für die Laubhölzer (LH), Nadelhölzer (NH), Nussschalen (Sch) sowie der ori-
ginalen und alkaliaufgeschlossen Grasproben/Einjahrespflanzen (EP, EP_a) als Streuwerte473 
dargestellt sind. 
Aus der Abbildung geht hervor, dass die Quotienten der Nadelholzlignine mit RSA/RGA = 1,00 
+/- 0,51 geringe Streubreiten aufzeigen und demzufolge von nahezu homogenen Ligninstruk-
turen auszugehen ist, was konform damit geht, dass Nadelholzlignine zum überwiegenden 
Teil aus G-Einheiten aufgebaut sind. Mit RSA/RGA = 5,86 +/- 3,44 liegen im Mittel die Laub-
holzquotienten deutlich über denen der Nadelhölzer. 
Der vergleichsweise hohe Wert der Standardabweichung kann als ein Indiz starker Heteroge-
nität und damit Variabilität der Zusammensetzung der Laubholzlignine aus S- und G-
Einheiten gewertet werden. 
Die Quotienten der untersuchten Nussschalen liegen im Größenbereich der Laubhölzer und 
weisen im Mittel RSA/RGA = 4,30 +/- 3,38 auf. Damit zeigen sie ähnlich hohe Streueigen-
schaften wie die Laubhölzer auf, so dass die Nussschalenlignine vergleichbar denen der 
Laubhölzer sein sollten. Im konkreten Fall des Wallnussbaumes liegen beispielsweise die 
berechneten RSA/RGA-Werte des Splintholzes und der Nussschalen mit 2,20 bzw. 2,05 im sel-
ben (eng umgrenzten) Bereich. 
Für die Einjahrespflanzen sind mittlere Werte von RSA/RGA = 1,68 +/- 1,13 (EP) und RSA/RGA 
= 1,31 +/0,95 (EP_a) ermittelbar. Damit liegen sowohl die Mittelwerte als auch die Stan-
dardabweichungen der Einjahrespflanzen zwischen denen der Nadel- und Laubhölzer, was als 
ein Indiz für SG-Lignine mit geringen Syringylanteilen zu werten ist. 
Der Vergleich der pflanzenspezifischen RSA/RGA-Quotienten mit in der Literatur angegebenen 
Werten474,475,476,477,478,479,480,481,482,483,484 deutet in Abbildung 76b auf die Validität des Peakflächen-
                                                          
473 Streuwerte sind als Mittelwert +/- Standardabweichung zuzüglich Maximal- und Minimalwerte angegeben. 
474 Vgl. Creighton, Gibbs, Hibbert (1944), S. 34-37 
475 Vgl. Del Rio et al. (2002), o.S. 
476 Vgl. Del Rio et al. (2007), S. 40-45 
477 Vgl. Marques et al. (2010), S. 98ff 
478 Vgl. Zeng et al. (2013), S. 10850ff 
479 Vgl. Del Rio et al. (2012), S. 5924-5933 
480 Vgl. Dedić (2013), S. 13-18 
481 Vgl. Lu, Ralph (1999), S. 1990ff 
482 Vgl. Rencoret et al. (2013), o.S. 
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quotienten hin. Mit R² = 0,91 existiert ein geradliniger direkt proportionaler Zusammenhang y 
= 0,4837 + 0,8951x zwischen RSA/RGA und dem S/G-Verhältnis der Nadel- (NH) und Laub-
hölzer (LH) sowie Einjahrespflanzen (EP) 485. 
 
 
Abbildung 76a und b: Peakflächenquotienten R
SA/R
GA (a) der Laubhölzer (LH), Nadelhölzer (NH), Nussschalen 
(Sch), Einjahrespflanzen (EP) sowie mittels Alkaliaufschluss extrahierte Einjahrespflanzen (EP_a), angegeben 
als Mittelwert (●) +/- Standardabweichung (■), Maximalwert (┬), Minimalwert (┴) und Korrelation zwischen 
Peakflächenquotient R
SA/R







                                                                                                                                                                                     
483 Vgl. Bai et al. (2013), S. 21397-21400 
484 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 148ff: Das S/G-Verhältnis der Nadelhölzer wurde als S/G = 0 angenommen, 
da sie typische Guaiacyl-Ligninvertreter darstellen. 
485 zur Berechnung des S/G-Verhältnisses siehe Kapitel VI.6, S. CCXVIII - CCXXII 
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IV.3 Bestimmung der Hemicellulosen in Pflanzenmaterialien 
 Modellsubstanzen IV.3.1
IV.3.1.1 Hemicellulosen 
Zur Herausarbeitung ramanspektroskopischer Messmethoden der Hemicellulosequantifizie-
rung in Pflanzenmaterialien wurden vier Hemicellulose-Modellsubstanzen analysiert. In Ab-
bildung 77 und Abbildung 78 sind FT-Ramanspektren der Hemicellulosen Xylan (Xyl), Xy-
loglucan (XylGlu), Glucomannan (GluMan), Arabinogalactan (AraGal) sowie deren Mi-
schungsreihen mit MCC(2) dargestellt. Ferner sind Differenzspektren abgebildet, die aus der 
Differenz der Hemicellulose/MCC(2)-Mischungen (wH ~ 40%486) mit der mikrokristallinen 
Cellulose MCC(2) gebildet wurden. Mögliche Hemicellulose-Markerpeaks sind grau mar-
kiert. 
Das Xylanspektrum in Abbildung 77  unterscheidet sich vom Cellulosespektrum (wXyl = 0%) 
in insgesamt vier Spektrenpositionen. Im Bereich 3100-2700cm-1 tritt bei 2980cm-1 eine 
linksseitige Peakschulter auf, die xylanspezifisch ist. Weiterhin sind im Wellenzahlbereich < 
1500cm-1 Ramansignale bei 1314, 982, 534 und 500cm-1 detektierbar, die als Alleinstel-
lungsmerkmale des Xylans angesehen werden können.  
Das Xyloglucanspektrum ist dem der Cellulose sehr ähnlich und unterscheidet sich im We-
sentlichen im Bereich der β-glycosidischen Bindung bei 900cm-1 und durch die Existenz des 
Peaksignals R512I.  
Bei Glucomannan ist das Peaksignal bei 1260cm-1 das augenscheinlichste Unterscheidungs-
merkmal zur Cellulose, ansonsten treten geringe Unterschiede im 900cm-1-Bereich auf.  
Größere Signaländerungen sind im Arabinogalactan-Spektrum in Abbildung 78 erkennbar. So 
liegt beispielsweise das Peakmaximum des Spektrenbereiches 3100-2700cm-1 bei 2940cm-1 
und nicht bei 2894cm-1. Für Wellenzahlen kleiner 1500cm-1 tritt im AraGal-Spektrum - ähn-
lich der Glucomannan-Hemicellulose - ein intensives Peaksignal R1260I auf. Im Bereich 1200-
1000cm-1 liegt das intensitätsstärkste Ramansignal bei 1071cm-1 und im Bereich der Glyco-
sidbindung ist eine Verschiebung des Maximums hin zur niedrigeren Wellenzahl ν = 874cm-1 
detektierbar.  
Allen Hemicellulosen gemein sind die relativ geringen Spektrenunterschiede im Bezug zur 
mikrokristallinen Cellulose MCC(2) (wH = 0% in Abbildung 77). Für Xylan sind die Peakän-
derungen des Differenzspektrums (diff) für die Markerpeaks R2984I, R1314I, R982I, R500I zwar 
                                                          
486 wH...Massenanteil der Hemicellulose 
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detektierbar, jedoch für quantitative Bestimmungen zu niedrig. Ähnliches trifft für die Hemi-
cellulosen-Peaks R512I (XylGlu), R11260I (GluMan, AraGal) sowie R1071I und R874I (AraGal) in 
Abbildung 78 zu.  
Als ein möglicher Hemicellulosequantifizerungspeak bietet sich die Intensität R2940I des Ara-
Gal-Schulterpeaks im Bereich 3100-2700cm-1 an, der gleichfalls in Celluloseacetatproben 
vorkommt487. 
 
Abbildung 77: FT-Ramanspektren der Hemicellulose Xylan (Xyl), deren Mischungen mit mikrokristalliner Cel-
lulose MCC(2) unter Angabe der Xyl-Massenanteile wXyl = 92,2%, 81,2%, 63,7%, 40,3%, 30,2%, 20,1%, 10,1%, 
0% sowie Darstellung des Differenzspektrums (diff) zwischen wXyl = 40,3 und 0%, grundlinienkorrigiert (konka-
ve Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (3100-2700cm-1 bzw.1800-200cm-
1), offsetnormiert  
                                                          
487 siehe Kapitel IV.3.1.2, S. 146ff 





Abbildung 78: FT-Ramanspektren der Hemicellulosen Xyloglucan (XylGlu), Glucomannan (GluMan), Arabino-
galactan (AraGal), deren Mischungen mit mikrokristalliner Cellulose MCC(2) unter Angabe der Hemicellulo-
sen-Massenanteile wXylGlu = 39,1%, wGluMan = 39,9%, wAraGal = 38,0%, sowie deren Differenzspektren 
(diff(XylGlu)) zwischen wXylGlu = 39,1 und 0%, (diff(GluMan)) zwischen wGluMan = 39,9 und 0%, (diff(AraGal)) 
zwischen wAraGal = 38,0 und 0%, grundlinienkorrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 
Iterationen), vektornormiert (3100-2700cm-1 bzw.1800-200cm-1), offsetnormiert 
  




In Abbildung 79 sind FT-Ramanspektren von Celluloseacetaten (CAc), deren Acetylgruppen-
gehalte wAc < 20% erfüllen, sowie das Differenzspektrum (diff) zwischen wAc = 19,2% und 
6,7% dargestellt.  
 
Abbildung 79: FT-Ramanspektren von Celluloseacetat (CAc) mit unterschiedlichen Acetylgruppengehalten wAc 
= 19,2%, 15,3%, 10,8%, 10,2%, 6,7%, sowie Differenzspektrum (diff) zwischen wAc = 19,2 und 6,7%, grundlini-
enkorrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (3100-




Die größten Änderungen zwischen den Spektren in Abhängigkeit von wAc treten im Wellen-
zahlbereich 3100-2700cm-1 und bei 1740cm-1 auf. Mit wachsenden Acetylgehalten wAc gehen 
steigende bzw. fallende Ramanintensitäten R2940I und R2894I einher, die durch die Einführung 
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von CH3-Gruppen488 hervorgerufen werden. Der Anstieg der Ramanintensität R1740I bei stei-
genden Acetylgehalten wAc ist auf die dabei vorhandenen Esterbindungen zurückzuführen489.  
Da insbesondere in der Hemicellulose Arabinogalactan in Abbildung 78 das Ramansignal 
R
2940I integraler Bestandteil des FT-Ramanspektrums ist, erfolgte die Quantifizierung der Ace-
tylgruppen der Celluloseacetate mithilfe der beiden Peakintensitäten R2940I∆ und R2894I. Die 
Bestimmung beider Ramansignale gelingt dabei analog des grau hinterlegten Kastens in Ab-
bildung 79. Zur Ermittlung der Größe R2940I∆ ist die Konstruktion einer Bezugsbasislinie not-
wendig, deren Fixpunkte bei den Wellenzahlen 2980 und 2920cm-1 liegen. Für R2984I erfolgt 
die Bestimmung der Intensität mit der Basisgrundlinie.  
Zur Herleitung einer Quantifizierungsmethode wird gemäß Gleichung 83 die Abhängigkeit 





2894  ~ wAc Gleichung 83 
 
Im Ergebnis der Anwendung der oberen Gleichung ist in Abbildung 80 für wAc < 20% ein 
direktproportionaler Zusammenhang y = a0 + a1x zwischen dem Intensitätsquotienten 
R
2940I∆/R2894I und dem Acetylgehalt wAc existent, der ein Bestimmtheitsmaß von R² = 0,99 
aufweist490. Aufgrund der Bestimmungsmethode von R2940I∆ (vgl. Abbildung 79) sind für wAc 
< 1,8% negative Werte ermittelbar, so dass die a0-Konstante mit a0 = -0,0693a.u./a.u. eben-
falls einen negativen Wert annimmt. Mit a1 = 0,0389 (a.u./a.u.)/% weist die Regressionsgera-
de einen vergleichsweise steil ansteigenden Zusammenhang zwischen den Größen 
R
2940I∆/R2894I und wAc auf. Für Acetylgruppengehalte von wAc > 20% verlässt die Punktewolke 
den direktproportionalen Zusammenhang und zeigt eine zunehmende Überproportionalität an. 
Dies ist bei der Bestimmung der Acetylgruppen von pflanzlichen Materialien insofern uner-
heblich, als dass insbesondere für Hart- und Weichhölzer Gesamtacetylgehalte von wAc < 
10%491,492 beschrieben sind und sie damit im direktproportionalen Bereich 0% < wAc < 20% 
liegen.  
Um den Einfluss von, in Gräsern und Harthölzern beschriebenen, Acetatligninantei-
len493,494,495,496 abzuschätzen, ist in Abbildung 80 stellvertretend die, in Phenolposition acety-
                                                          
488 Vgl. Mayumi, Kitaoka, Wariishi (2006), S. 4360f 
489 Vgl. Zhang, Feldner, Fischer (2010), S. 997-1002 
490 zur Berechnung von wAc siehe Kapitel VI.5, S. CCXVII 
491 Vgl. Fengel, Wegener (1989), S. 108 
492 Vgl. Wagenführ (2006), S. 54-666 
493 Vgl. Ralph (1996), S. 341f 
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lierte, Ligninmodellsubstanz 4-Acetoxy-3-methoxyzimtaldehyd (AAld) mit dargestellt497.  
Ähnlich dem Celluloseacetat ist für AAld ein Regressionsansatz herleitbar, der jedoch auf-
grund des deutlich geringeren Geradenanstieges vergleichsweise schwach ausgeprägt ist. Da 
die beschriebenen Acetatlignine nur für Kenaf und Espe publiziert sind, wird für die hier un-
tersuchten Pflanzenmaterialien vereinfachend davon ausgegangen, dass diese keine Acetatlig-
ninanteile beeinhalten und der Quotient R2940I∆/R2894I allein durch die in Hemicellulosen vor-
kommenden Acetylgruppen bestimmt ist. 
 
              
Abbildung 80: Korrelationen zwischen Peakintensitätsquotient R
2940I∆/R
2894I und Acetylgehalt wAc des Cellulose-
acetats (CAc) (■) und Ligninmodellsubstanzgehalt wAAld der Ligninmodellsubstanzen 4-Acetoxy-3-methoxy-
zimtaldehyds (AAld) (●)  
                                                                                                                                                                                     
494 Vgl. Ralph, Lu (1998), S. 4617f 
495 Vgl. Del Río et al. (2007), S. 5462-5467 
496 Vgl. Lu, Ralph (2008), S. 3682-3689 
497 Variierende Ligninmodellsubstanzanteile als auch differierende Cellulosekristallinitätsindices haben keine 
signifikanten Änderungen des Peakintensitätsquotienten zur Folge. 




IV.3.2.1 Nasschemische Bestimmung der Hemicellulosefraktion 
Zur Ermittlung der Hemicellulosefraktion in Pflanzenmaterial existiert keine direkte nass-
chemische Methode, so dass die Berechnung nur indirekt unter Verwendung der Klason-
Lignin-, Holocellulose- und/oder Cellulosefraktion gelingt. In der Massenbilanz in Gleichung 
84 sollten, wenn die Sekundärstoffe nwSekundärstoffe vereinfachend als 0% angesehen werden, 
die Summe des Ligninanteils nwL, Celluloseanteils nwC und des Hemicelluloseanteils nwH den 
Wert nwGesamt = 100% annehmen. Weiterhin stellt die Holocellulosefraktion nwHC, die mittels 
Peressigsäureaufschluss gewonnen wird, gemäß Gleichung 85 die Summe aus nwC und nwH 
dar. 
 
wn Gesamt= wLn  + wCn  + wHn  + wSekundärstoffen  = 100% Gleichung 84 
wn HC= wCn  + wHn  Gleichung 85 
 
Mit nwSekundärstoffe = 0% und den oberen beiden Gleichungen sind zwei unterschiedliche Be-
rechnungsmethoden der Hemicelluloseanteile nwH nach Gleichung 86 und Gleichung 87 mög-
lich. Es wird davon ausgegangen, dass die säureunlösliche Ligninfraktion nwL komplett poly-
saccharidfrei und die mittels Kürschner/Hoffer-Aufschluss gewonnene Cellulosefraktion nwC 
nur vernachlässigbar geringe Anteile von Hemicellulosen enthält498. Mögliche Restligninge-
halte499 RwHC und RwC in den Fraktionen nwHC bzw. nwC wurden spektroskopisch bestimmt500 
und damit die entsprechenden Größen in den unteren beiden Gleichungen durch Einfügen der 
Faktoren (1 - RwL(HC)/100%) bzw. (1 - RwL(C)/100%) korrigiert501.  
 
wH(1)n =100% - wLn  - *1 -  wR LC100% +  · wCn     [%] Gleichung 86 
wH(2)n = *1 -  wR LHC100% +  · wn HC - *1 -  wR LC100% +  · wCn     [%] Gleichung 87 
 
Die berechneten Werte nwH(1) und nwH(2) sind in Abbildung 81 für die Pflanzengruppen Laub-
                                                          
498 Vgl. Kürschner, Hoffer (1929), S. 125-139 
499 siehe Kapitel IV.3.2.2, Abbildung 83, S. 153 
500 siehe Kapitel IV.2.2, Gleichung 81, S. 138 
501 zur Berechnung von RwL(HC) bzw. RwL(C) siehe Kapitel VI.6, S. CCXVIII - CCXXII 
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hölzer (LH), Nadelhölzer (LH), Nussschalen (Sch), Einjahrespflanzen/Gräser (EP) als mittlere 
Werte zuzüglich deren Schwankungsweiten dargestellt. Dabei gilt bis auf die Pflanzenkatego-
rie der Nusschalen (Sch) allgemein nwH(1) > nwH(2). Die größte Differenz tritt bei den Laubhöl-
zern auf, bei der der Wert nwH(1) mit 40,2% um über das Doppelte über den von nwH(2) mit 
17,6% liegt. Für Nadelhölzer (NH) und Einjahrespflanzen/Gräser (EP) liegen die nwH(1)-Werte 
mit nwH(1) = 31,5% (NH) bzw. nwH(1) = 38,7% (EP) um rund die Hälfte über denen der ent-
sprechenden nwH(2)-Werten. Mit nwH(1) = 26,5% und nwH(2) = 28,4% sind nur für die Nussscha-
len die berechneten Hemicellulosefraktion untereinander vergleichbar.  
 
                
Abbildung 81: Ermittelte mittlere Hemicellulosegehalte nwH(1) (a)und nwH(2) (b) der Nadelhölzer (NH), Laubhöl-
zer (LH), Nussschalen (Sch), Gräser/Einjahrespflanzen (EP) mit Mittelwert MW (●) +/- Standardabweichung σ 
(■) bzw. (□) sowie Maximal- (┬) und Minimalwert (┴) 
 
Zur Klärung der Differenzen zwischen den mittleren Werten nwH(1) und nwH(2) erfolgt unter 
Aufsummierung der säureunlöslichen Klason-Ligningehalte nwL und der restligninkorrigierten 
Holocellulosegehalte nwHC gemäß Gleichung 88 eine Massenbilanzierung, deren Werte nwGe-
samt in Abbildung 82 hinterlegt sind. 
 
wn Gesamt = wLn  + *1 -  wR LHC100% +  · wn HC Gleichung 88 
 
Aus Abbildung 82 geht hervor, dass für alle Laubholzproben die Massenbilanzierung Werte 
von nwGesamt < 100% ergeben, die um einen mittleren Wert von nwGesamt (MW) = 76,3% streu-
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en. Die Nadelhölzer und die Einjahrespflanzen/Gräser nehmen mittlere Werte von nwGesamt 
(MW) = 89,4% (NH) bzw. nwGesamt (MW) = 89,6% (EP) an, wobei insgesamt sieben (Eb, Lä, 
Ba, Ge, Gd, Hn, Rg) von 15 Pflanzenmaterialien unter einem Wert von nwGesamt = 90% liegen. 
Einzig die Pflanzenmaterialgruppe der Nussschalen erfüllt hinreichend genau die Massenge-
samtbilanzierung von nwGesamt ≈ 100%. Dabei sind für Er, Hs und Mn Werte von nwGesamt > 
100% bestimmbar, die vermutlich auf Restpolysaccharide in den entsprechenden Klason-
Ligninen zurückzuführen sind.  
Die Ursache der Unterbilanzierungen der Laub- und Nadelhölzer sowie der Einjahrespflanzen 
in Abbildung 82 liegt vermutlich im nicht komplett selektiven Peressigsäureaufschluss, bei 
dem verfahrensbedingt nicht nur Ligninkomponenten sondern partiell auch Polysaccharide in 
Lösung gehen502. Aufgrund der nicht auszuschließenden Herauslösung von Polysaccharidan-
teilen aus den Gerüstsubstanzen wird daher die Holocellulosefraktion nwHC des Peressigsäure-
aufschlusses als fehlerhaft angenommen.  
 
 
Abbildung 82: Nach Gleichung 88 ermittelte Massenbilanzen nwGesamt als Summe der Klason-Ligninfraktion nwL 
(■) und Holocellulosefraktion nwHC (□) der Laubhölzer Ahorn (Ah), Apfel (Ap), Birke (Bi), Buche (Bu), Eiche 
(Kernholz) (Ei(K)), Eiche (Ei), Holunder (Hl), Platane (Pl), Robinie (Ro), Roteiche (Kernholz) (Re(K), Roteiche 
(Re), Walnuss (Kernholz) (Wn(K), Walnuss (Wn), der Nadelhölzer Eibe (Eb), Fichte (Fi), Kiefer (Kernholz) 
(Kf(K), Kiefer (Kf), Lärche (Kernholz) (Lä(K), Lärche (Lä), der Gräser/Einjahrespflanzen Bambus (Ba); China-
gras (Ch), Gerste (Ge), Goldrute (Gd), Haferspelzen (Hf), Hanfschäben (Hn), Roggen (Rg), Weizen (Wz), Flachs 
(Fl) und der Nussschalen Erdnuss (Er), Haselnuss (Hs), Mandel (Mn), Pistazie (Pz), Walnuss (Ws)503 
                                                          
502 Vgl. Poljak (1948), S. 45f 
503 Für Eschenholz (Es), Zuckerrübenschnitzel (Zc) und Pekannussschalen (Ps) lagen keine nwHC-Werte vor. 
Diese sind in der Massenbilanzierung nicht mitaufgeführt. 
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IV.3.2.2 FT-ramanspektroskopische Bestimmung der Hemicel-
lulosefraktion von Pflanzenmaterialien 
In Abbildung 83 sind die Original- (_o), Holocellulose- (_hc), Cellulosespektren (_c) sowie 
die Differenzspektren (_diff) zwischen Holo- und Cellulosespektren im Wellenzahlbereich 
3100-2700cm-1 der Holzproben der Platane (Pl) und Kiefer (Kf), des Chinagrases (Ch) sowie 
der Pistazienschale (Pz) abgebildet. Für die FT-Ramanspektren des Flachsstängels (Fl) sind 
zusätzlich die Spektrenbereiche 1800-350cm-1 dargestellt. 
Anhand des Fl-Differenzspektrums wird ersichtlich, dass für Wellenzahlen ν < 1800cm-1 sig-
nifikante Unterschiede zwischen den Cellulose- und Holocellulosefraktionen nicht erkennbar 
sind und somit dieser Bereich zur Quantifizierung der Hemicellulosen als nicht geeignet er-
scheint. Der Differenzpeak bei 1600cm-1 ist auf Restligninanteile in der Fl_h-Fraktion zu-
rückzuführen. Weiterhin sind die Differenzsignale der Wellenzahlbereiche 1500-1300cm-1 
und 1200-1000cm-1 nicht eindeutig den Hemicellulosen zuzuordnen, da bei den entsprechen-
den Wellenzahlen Peaks auch im Cellulosespektrum auftreten. Für ν < 600cm-1 sind nur 
schwach ausgeprägte Spektrendifferenzen bei 522 und 380cm-1 auszumachen, wobei letztere 
Wellenlänge in direkter Abhängigkeit zum Cellulosekristallinitätsindex RXcr steht. Auch wenn 
im Spektrenbereich ν < 1800cm-1 Hemicellulose-Quantifizierungspeaks nicht existent sind, so 
gibt das Fl-Originalspektrum mit den Markerpeaks bei 982 und 522cm-1 Hinweise darauf, 
dass in der Flachsprobe als mögliche Hemicellulosen Xylane bzw. Xyloglucane auftreten, da 
in den entsprechenden FT-Ramanspektren der Hemicellulosemodellsubstanzen in Abbildung 
77 und Abbildung 78 in eben jenen Bereichen Ramansignale auftreten. 
Für den Wellenzahlbereich 3100-2700cm-1 kommen in den Original- und Holocellulosespek-
tren aller untersuchten Pflanzenmaterialien bei 2940cm-1 als Schulter des 2984cm-1-Peaks 
Ramansignale vor, die mit hoher Wahrscheinlichkeit den Hemicellulosen zuzuordnen sind, da 
die entsprechende Signale in den Cellulosespektren fehlen. Aus den Untersuchungen der Cel-
luloseacetate geht weiterhin hervor, dass das 2940cm-1-Signal vermutlich von den, an die 
Hemicellulosen gebundenen, Acetylgruppen stammt504. Die Differenzspektren (diff) zeigen 
dabei für alle Probenmaterialien signifikante und damit quantifizierbare Signaldifferenzen 
zwischen _h- und _c-Spektren an. Weiterhin ist in Abbildung 83 feststellbar, dass für alle 
Pflanzenmaterialien Intensitätserniedrigungen der R2940I-Peaks zwischen Original- und Ho-
locellulosefraktion detektierbar sind. 
  
                                                          
504 siehe Kapitel IV.3.1.2, S. 146ff 




Abbildung 83: FT-Ramanspektren der originalen (_o), Holocellulosefraktion (_hc), Cellulosefraktion (_c) sowie 
Differenzspektrum (_diff) zwischen (_h) und (_c) der Platanenholzprobe (Pl), Kiefernholzprobe (Kf), Chinagras-
probe (Ch), Pistazienschalenprobe (Pz), Flachsstängelprobe (Fl), grundlinienkorrigiert (konkave Gummiband-
methode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (3050-2750cm-1 bzw. 1750-600cm-1), offsetnor-
miert  
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Die Verwendung des Ramanintensitätsquotienten R2940I∆/R2894I505 zeigt in Abbildung 84a bis c 
drei unterschiedliche Ansätze zur Bestimmung der Hemicellulosefraktion nwH(1) in Pflanzen-
materialien506. Aufgrund der Heterogenität und der nicht uniformen Acetylierungsgehalte der 
Hemicellulosen sowie mögliche Acetatlignine in Harthölzern und Gräsern ist eine einheitliche 
Quantifizierungsmethode nicht gegeben. 
In der Korrelation (a) sind insgesamt 25 Pflanzenmaterialien zusammengefasst, die alle Na-
delholzproben beinhalten und den Großteil der Laubhölzer und Einjahrespflanzen umfassen. 
Mit R² = 0,93 zeigt zum einen die Regressionsgerade einen relativ flachen Anstieg a1 = 
0,0102(a.u./a.u.)/% an und zum anderen streuen die Punkte im Vergleich zu den Korrelatio-
nen (b) und (c) relativ stark. Dies hat zur Folge, dass in Tabelle 14 Absolutfehler auftreten, 
deren Maximalwerte a.F. (Max) > 15% annehmen. Im Korrelationssystem (b) sind die beiden 
Einjahrespflanzen/Gräser Chinagras und Goldrute sowie die Laubhölzer Ahorn, Esche und 
Walnuss (Kernholz) zusammengefasst. Mit a1 = 0,0205(a.u./a.u.)/% ist der Geradenanstieg 
doppelt so hoch wie der im System (a) und mit R² = 0,97 ist eine bessere Anpassung der Aus-
gleichgeraden an die entsprechenden Messpunkte gegeben.  
 
 
Abbildung 84a bis c: Korrelationen der Ramanintensitätsquotienten und Hemicellulosegehalt nwH(1) R
2940I∆/R
2894I 
der originären und Cellulosefraktionen der Nadelhölzer (□), Laubhölzer (○), Einjahrespflanzen (●) (a), der 
Laubhölzer (○), Einjahrespflanzen (●) (b) und der Nussschalen (■) (c) 
                                                          
505 siehe Kapitel IV.3.1.2, Gleichung 83, S. 147ff 
506 zur Berechnung von RwH(1) siehe Kapitel VI.6, S. CCXVIII - CCXXII 
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Im Korrelationssystem (c) sind alle Nussschalen zusammengefasst. Bis auf die Pistazienscha-
lenprobe beschreiben alle Proben mit R² = 0,90 einen einheitlichen Regressionsverlauf der 
Form y  = 0,0283 + 0,0279x. Der Grund für das Ausreißen der Pz-Probe muss im Probenzu-
stand gesucht werden. Es handelte sich dabei um Schalen von gerösteten Pistazien, so dass 
davon auszugehen ist, dass während des Röstprozesses Acetylgruppen abgebaut wurden, was 
sich im signifikant erniedrigten Pz-Wert von R2940I∆/R2894I = 0,388a.u./a.u. wiederspiegelt. 
In Tabelle 14 sind zur Abschätzung der Güte der Korrelationssysteme (a), (b), (c) aus Abbil-
dung 84 die mittleren und maximalen Absolutfehler a.F. (MW) bzw. a.F. (Max) zwischen den 
nasschemisch und den spektroskopisch ermittelten Hemicellulosegehalten nw(1) bzw. RwH für 
die Laub- (LH) und Nadelhölzer (NH), Gräser/Einjahrespflanzen (EP) sowie Nussschalen 
(Sch) hinterlegt. Daraus geht hervor, dass im Korrelationssystem (a) mit a.F. (MW) = 6,4 ... 
9,0% und a.F. (Max) = 12,8 ... 19,8% die größten Abweichungen zwischen Soll- (nwH(1)) und 
Istwert (RwH) auftreten, was nahelegt, dass eine weitere Separierung der Pflanzenmaterialien 
in zwei oder drei Korrelationssysteme notwendig erscheint. Mit a.F. (MW), a.F. (Max) ≤ 6% 
stellt das Korrelationssystem (b) die beste Anpassung an die Messwerte dar. Bis auf die Pista-
zienschalenprobe ist die Geradengleichung im System (c) gut geeignet, die Hemicellulosege-
halte der Nussschalen zu bestimmen, wobei ein Maximalfehler von a.F. (Max) = 9,0% auftritt.  
 
Tabelle 14: Mittlere und maximale Absolutfehler a.F. (MW), a.F. (Max) der ramanspektroskopisch ermittelten 
Werte RwH im Vergleich zu den nasschemisch ermittelten Hemicellulosegehalten nwH(1) der Korrelationssysteme 
(a), (b), (c) aus Abbildung 84 der Laubhölzer (LH), Nadelhölzer (NH), Gräser/Einjahrespflanzen (EP) und 
Nussschalen (Sch) 
|nwH(1) - RwH| Korrelation (a) Korrelation (b) Korrelation (c) 














*Aufgrund des Röstschrittes sind die Pistazienschalen Pz mit Korrelation (c) nicht bestimmbar. 
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IV.4 Anwendung der ramanspektroskopischen Methoden am 
Querschnitt eines Flachssprosses 
Die Anwendung der in den vorhergehenden Kapiteln herausgearbeiteten Methoden der Be-
stimmung der Cellulosekristallinität und der Ligninbestimmung erfolgt an einem, in Techno-
vit 7100 eingebetteten, Flachsquerschnitt der Sprossachse des Gemeinen Flachs Linum usitas-
simum507. In Abbildung 85 lassen die unterschiedlichen Gewebetypen sowie deren räumliche 
Verteilung über den Querschnitt auf einen funktionalen Pflanzenaufbau schließen. 
 
 
Abbildung 85: Vergrößerter Messbereich eines in Technovit 7100 eingebetteten Flachsquerschnittes mit insge-
samt 1598 Messpunkten und einem Messgitter von ∆x = ∆y = 21,3µm 
 
Zur Aufklärung des Konstruktionsprinzips des Flachs ist gemäß Abbildung 85 der Messbe-
reich so gewählt worden, dass alle unterschiedlichen Pflanzengewebe des Sprossquerschnittes 
berücksichtigt sind. Insgesamt umfasste der Messbereich 1598 Messpunkte, die in einem 
                                                          
507 Aufgrund der nicht ausreichend validierten Methode der Hemicellulosebestimmung wird diese nichtmitbe-
rücksichtigt. 
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Messraster angeordnet waren, in dem die Messpunktabstände ∆x = ∆y = 21,3µm betrugen. In 
Abbildung 86 ist am Beispiel des Messpunktes Extract.599 der Algorithmus der Datengewin-
nung dargestellt.  
Am grundlinienkorrigierten und auf den 600cm-1-Peak508 normierten Spektrum (a) erfolgt die 
Subtraktion des Technovit 7100-Spektrums (b) zur Gewinnung des Differenzspektrums (c), 
welches Ramansignale ausschließlich des Pflanzenmaterials enthält. Aufgrund der Grundlini-
enkorrektur wird der Spektrenbereich zwischen 900 und 750cm-1 nicht korrekt wiedergege-
ben, da das reine Technovit 7100-Spekktrum (b) höhere Ramanintensitäten als die eingebette-
te Flachsprobe (a) aufzeigt. Dies führt zu spektrensubtraktionsbedingten negativen Intensi-
tätswerten, so dass dieser Wellenzahlbereich zur Ermittlung ramanspektroskopischer Kenn-
werte als nicht geeignet erscheint.  
 
 
Abbildung 86a bis c: Senterra-Ramanspektren des Messpunktes Extract.599 (a), Technovit 7100 (b) und des 
Differenzspektrums (a-b) von Extract.599 (c) im Wellenzahlbereich 1800-200cm-1 mit Kenngrößen der Raman-
peakfläche R




380ISenterra und des mittels 
Peakdeconvolution bestimmten Anteils RwHZA, grundlinienkorrigiert (konkave Gummibandmethode, 200 Iterati-
onspunkte, 50 Iterationen), Min-Max-normiert (650-550cm-1), offsetnormiert  
                                                          
508 Der Peak bei 600cm-1 ist Technovit 7100-spezifisch und im Spektrum des Flachs nicht existent (vgl. z.B. Ab-
bildung 71, S. 133). 
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Im Differenzspektrum aus Abbildung 86c erfolgt gemäß Gleichung 89 im Spektrenbereich 
1687-1548cm-1 integrativ die Bestimmung der Ligninramanfläche RLigninASenterra. Weiterhin 
wird im entsprechenden Wellenzahlbereich der Peakflächenanteil RwHZA ermittelt509. 
 
ASenterraR
Lignin =  ISenterraR1687cm-1
νSenterra=1548cm-1  dνSenterra Gleichung 89 
 
Aus den Senterra-Ramanspektren werden insgesamt vier Ramanpeakintensitäten R1380ISenterra, 
R
1120ISenterra, R1096ISenterra und R380ISenterra bei den entsprechenden Wellenzahlen nach Abbildung 
86c gewonnen510.  
 
  
                                                          
509 siehe Kapitel IV.2.1, Abbildung 69 und Gleichung 76, S. 129f sowie Kapitel IV.2.2, Abbildung 73, S. 136 
510 Die Ermittlung der Intensität R
1380ISenterra erfolgt unter Verwendung der Basislinie; die Intensitäten R
1120ISenterra 
und R
380ISenterra werden über gespannten Bezugslinien von 1190,5 und 1073,5cm
-1 bzw. 397,5 und 365cm-1 be-
stimmt. 
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 Übertragung der FT-Raman-Systeme auf die konvokale IV.4.1
Ramanspektroskopie (SENTERRA-Raman-Mikroskop) 
IV.4.1.1 Charakterisierung der Cellulose 
Die Kalkulation des ortsaufgelösten Cellulosekristallinitätsindixes RXcr basiert auf dem Ra-
manintensitätsquotienten R1120I/R380I, da dieser sich durch eine hohe Anpassungsgüte, verbun-
den mit geringen Absolutfehlern und einer hohen Empfindlichkeit (Geradenanstieg) bezüglich 
des Cellulosekristallitanteils, auszeichnet511.  
In Abbildung 87 sind Beispielspektren einer Bakteriencellulose und der Mahlreihe einer mik-
rokristallinen Cellulose mit den entsprechenden Peakintensitäten RiISenterra dargestellt.  
 
Abbildung 87: Senterra-Ramanspektren der Bakteriencellulose BC(1v) (a) und der unterschiedlich stark aufge-
mahlenen mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (b bis g) mit spezifischen Cellulosekristallinitätsindices RXcr von 
63,6% (a), 43,8% (b), 20,2% (c), 15,4% (d), 9,1% (e), 3,6% (f), 2,3% (g), grundlinienkorrigiert (konkave Gum-
mibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (1500-250cm-1), offsetnormiert 
                                                          
511 siehe Kapitel IV.1.4.1, Abbildung 60, S. 116 und Tabelle 12, S. 119 
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In Abbildung 87 sind ähnlich den FT-Ramanspektren Beeinflussungen der Peaksignale in 
Abhängigkeit des Cellulosekristallinitätsindex RXcr dahingehend feststellbar, dass die Intensi-
täten R1096ISenterra und R380ISenterra mit fallenden RXcr-Werten von (a) nach (g) absinken und 
R
1120ISenterra als annähernd konstant angesehen werden kann512.  
Im Ergebnis der Korrelation des Ramanintensitätsquotienten R380ISenterra/R1120ISenterra mit dem 
Cellulosekristallinitätsindex RXcr ist in Abbildung 88 mit R² = 0,98 ein direktproportionaler 
Zusammenhang zwischen beiden Größen gegeben, der zur Bestimmung der ortsaufgelösten 
Cellulosekristallinitätswerte in Kapitel IV.4.2.1 herangezogen wird513,514.  
 
 
Abbildung 88: Korrelation zwischen Ramanintensitätsquotient R
380ISenterra/R
1120ISenterra und Cellulosekristallini-
tätsindex RXcr der Bakteriencellulosen (■), mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) (○) und MCC(2) (●) sowie des 
Eukalyptuszellstoffes (□) mit der dazugehörigen Regressionsgeraden y = a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaß R² 
 
Neben der Cellulosekristallinität ist eine Bewertung der Cellulosefasern hinsichtlich deren 
Lage zur Faserzugbeanspruchung durch Bestimmung des Mikrofibrillenwinkels RαMFW mög-
lich515. 
Die Herleitung von RαMFW geschieht durch Kombination von publizierten Ergebnissen unter-
schiedlicher Forschergruppen. Wiley, Attala (1987) wiesen nach, dass in Ramanspektren ins-
                                                          
512 siehe Kapitel IV.1.4, Abbildung 56, S. 109 und Kapitel IV.1.4.1, Abbildung 57, S. 111, Abbildung 58, S. 112 
513 Aufgrund der gesetzten Basislinienpunkte bei 397,5 und 365cm-1 sind insbesondere bei niedrigen Cellulose-
kristallinitätsindices negative Ramanintensitätsquotienten ermittelbar. 
514 zur Berechnung von RXcr siehe Kapitel VI.3.5, S. CCXII 
515 siehe Kapitel II.2.3.1.3, S. 58-61 
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besondere die Peakintensität bei 1096cm-1 von der Faserrichtung beeinflusst wird516. Diese 
Peakabhängigkeit untersuchten Tanpichai et al. (2011) im Speziellen für Flachsfasern und 
zeigten die Anisotropie dieses Pflanzenmaterials in Abhängigkeit des Laserlichtwinkels auf. 
Durch Zusammenfassen des Zugwinkels θ und des Laserpolarisationswinkels ϕ zum Mikro-
fibrillenwinkel RαMFW ist für Flachsfasern dessen Bewertung mithilfe der normierten Raman-
intensität R1096Inormiert nach Gleichung 90 gegeben517. 
 
αMFWR  = arccos  InormiertR1096  - 0,110,89  0,25     [°] Gleichung 90 
 
In Gierlinger et al. (2010) ist ein kosinusartiger Ansatz zwischen Ramanpeakintensitätsquoti-
ent R1096I/R1120I und Mikrofibrillenwinkel aufgezeigt518. Eine Substitution von R1096Inormiert 
durch R1096ISenterra/R1120ISenterra ist auch dahingehend sinnvoll, dass variierende Komponenten-
zusammensetzungen die Peakhöhe R1096ISenterra nicht beeinflussen (vgl. Abbildung 89) und 
gleichzeitig eine Normierung auf den RXcr-konstanten Peak R1120ISenterra erfolgt. 
Aufgrund fehlender eigener Ramanuntersuchungen hinsichtlich der Beeinflussung der Rama-
nintensitäten in Abhängigkeit der Flachsfaser-Winkel-Geometrie und der Negierung der cellu-
losekristallinitätsinduzierten Peaksignaländerung des 1096cm-1-Peaks519, ist mit Gleichung 91 
lediglich eine Abschätzung des Mikrofibrillenwinkels RαMFW in Kapitel IV.4.2.1 möglich.  
 
αMFWR  ~ arccos  ISenterraR1096 ISenterraR1120,  - 0,110,89  0,25     [°] Gleichung 91 
 
  
                                                          
516 Vgl. Wiley, Atalla (1987), S. 123; die hier verwendete Intensität R
1096I meint gleichfalls den publizierten Peak 
bei 1095cm-1 
517 Vgl. Tanpichai et al. (2011), S. 1443f; die hier verwendete Intensität R
1096Inormiert  meint gleichfalls den publi-
zierten Peak bei 1095cm-1 
518 Vgl. Gierlinger et al. (2010), S. 590; die hier verwendeten Intensitäten R
1120I und R
1096I meinen gleichfalls die 
publizierten Peaks bei 1122cm-1 bzw. 1095cm-1 
519 siehe Kapitel IV.1.4.1, Abbildung 58, S. 112 
IV.4 Anwendung der ramanspektroskopischen Methoden am Querschnitt eines Flachssprosses  
  
162 
IV.4.1.2 Charakterisierung des Lignins 
Zur Kalibierung des Verfahrens der Ligninquantifizierung des eingebetteten Flachsprosses 
wurden aus dem zerkleinerten Flachsprobenmaterial mithilfe der mikrokristallinen Cellulose 
MCC(2) definierte Stoffmischungen hergestellt und mittels FT-Ramanspektroskopie analy-
siert.  
In Abbildung 89 sind die entsprechenden FT-Ramanspektren im Wellenzahlbereich 1740-
660cm-1 mit den zur Ligninbestimmung relevanten Größen RLigninA, RHZAA und R1380I darge-
stellt520. Erwartungsgemäß sinken mit steigenden MCC(2)-Anteilen von (a) nach (e) die lig-
ninspezifischen Ramansignale im Wellenzahlbereich 1700-1550cm-1 und die, der Polysaccha-
ridfraktion zuzuordnende, Peakintensität R1380I wächst an. Für alle Spektren ist dabei im Lig-
ninbereich mittels Kurvenentfaltung die für p-Hydroxyzimtsäuren und/oder -aldehyde charak-
teristische Peakfläche RHZAA ermittelbar. 
 
 
Abbildung 89: FT-Ramanspektren der Flachsprobe (a) und deren Mischungen mit MCC(2) (b bis e) mit spezifi-
schen Ligningehalten von nwL =24,4% (a), 18,0% (b), 14,5% (c), 9,8% (d), 5,2% (e), grundlinienkorrigiert (kon-
kave Gummibandmethode, 200 Iterationspunkte, 50 Iterationen), vektornormiert (1750-250cm-1), offsetnormiert 
                                                          
520 siehe Kapitel IV.2.2, Gleichung 81, S. 138 
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Die Lage der ermittelten Flächenintensitätsquotienten (RLigninA/R1380I)0,5 im Minorsubstanz-
Linien-Diagramm in Abhängigkeit der Ligningehalte nwL in Abbildung 90 zeigt für die Werte 
(a) bis (d) eine gute Anwendbarkeit der modellierten Minorsusbtanz-Linien521 auf. Alle vier 
Datenpunkte (a) bis (d) liegen im Bereich von wMinor ≈ 10%. Für geringere Ligningehalte ist 
das Linienmodell als zunehmend fehlerbehaftet anzusehen. Weiterhin liegt die Systemgrenze 
der Ligninberechnung bei (RLigninA/R1380I)0,5 = 3cm-0,5, so dass für geringe Flächenintensitäts-
quotienten (RLigninA/R1380I)0,5 auf die in Abbildung 90 hinterlegte potenzielle Regressionsfunk-
tion gemäß Gleichung 92 zurückgegriffen wird.  
 
 
Abbildung 90: Lage der spezifischen Ramanflächenintensitäten der mittels FT- und konvokaler Ramanspektro-
skopie gemessenen Ligninmodellsubstanz/MCC(2)-Mischungen der Ligninstrukturen (○) bzw. (●) und der Mi-
norstrukturen (□) bzw. (■) und der Flachs/MCC(2)-Mischungsreihe mit Ligningehalten von nwL = 24,4% (a), 
18,0% (b), 14,5% (c), 9,8% (d), 5,2% (e) im Minorsusbtanz-Linien-Diagramm 
 
Zur Überprüfung, ob das in Kapitel IV.2.2 hergeleitete Gleichungsystem zur Berechnung der 
Ligningehalte in Pflanzenmaterialien522 auch für die konvokale Ramanspekroskopie gilt, sind 
ausgewählte Ligninmodellsubstanzen gleichfalls mit dem Senterra-Ramansystem vermessen 
worden und deren spezifische Flächenintensitätsquotienten (RLigninASenterra/R1380ISenterra)0,5 in 
                                                          
521 siehe Kapitel IV.2.1, Gleichung 75, Abbildung 68, S. 128 
522 siehe Kapitel IV.2.2, Gleichung 81, S. 138 
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Bezug zu den mittels FT-Ramanspektroskopie ermittelten Werten im Minorsusbtanz-Linien-
Diagramm in Abbildung 90 gegenübergestellt.  
Aus der Lage der spezifischen Flächenintensitätsquotienten ist ableitbar, dass diese für beide 
Ramansysteme (FT- und konvokale Ramanspektroskopie) dieselben Trends aufzeigen, somit 
kongruent zueinander und demnach die systemspezifischen aquirierbaren Messergebnisse 
miteinander vergleichbar sind.  
Zur Kalkulation der ortsaufgelösten Ligningehalte in Kapitel IV.4.2.3 wird auf das erweiterte 
Gleichungssystem in Gleichung 92 zurückgegriffen, bei dem 2RwL nach dem in Kapitel IV.2.2 
herausgearbeiteten Modellansatz523,524 und 1RwL durch des in Abbildung 90 gezeigten poten-























0,2465+0,0161 · wHZAR  [%]
 Gleichung 92 
 
  
                                                          
523 siehe Kapitel IV.4.2.3, Gleichung 81, S. 138 
524 Aufgrund der Lage der Flachs/MCC(2)-Mischungsreihe im Minorsusbtanz-Linien-Diagramm bei wMinor ~ 
10% und der für Einjahrespflanzen eher geringen Anteile RwHZA, wird in Gleichung 95 zur Berechnung von 
2
RwL 
der für Nadel-, Laubhölzer, Nusschalen gültige Korrelationsansatz aus Gleichung 81 genutzt. 




0,5 ≤ 3cm-1 und der 2RwL-Ansatz bei (R
LigninASenterra/R
1380ISenterra)
0,5 > 3cm-1 verwendet. 
526 zur Berechnung von RwL siehe Kapitel Konvokale RamanmikroskopieVI.7, S. CCXXIII ff 
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 Ermittelte Komponentenverteilungen über den Flachs-IV.4.2
querschnitt 
IV.4.2.1 Cellulosekristallinität 
Im Ergebnis der Bestimmung der Cellulosekristallinität ist in Abbildung 92 die Verteilung der 
RXcr-Werte über den Messbereich dargestellt.  
Im Bereich der Sklerenchymfasern sind die höchsten Cellulosekristallinitätsindices bestimm-
bar. Im Mittel nehmen sie ein Werteplateau von RXcr = {79,8 +/- 7,3}%527 an, das in guter 
Übereinstimmung mit publizierten Cellulosekristallinitätsindices steht, die für Flachsfasern 
Werte von 72,2 bzw. 77% angeben.528,529 
Für die Kambial- (Kmb) und Epidermisschicht (Epi) sind nur wenige Messpunkte auswertbar 
(vgl. Abbildung 92a), was vermutlich auf die vergleichsweise geringen Pflanzenzellwanddi-
mensionen in den Bereichen zurückzuführen ist. Aus insgesamt 34 bzw. 26 auswertbaren 
Messpunkten sind für den Kambial- und Epidermisring mittlere Cellulosekristallinitätsindices 
von RXcr = {50,3 +/- 8,1}% (Kmb) und RXcr = {47,8 +/- 22,2}% (Epi) bestimmbar, die um 
rund 30% unter dem mittleren RXcr-Wert der Sklerenchymfasern liegen.  
Im Bereich des verholzten Xylemkörpers (Hlz) ist mit R² = 0,97 ein Gradient der Cellulose-
kristallinität nachweisbar, der vom Sprossinneren hin zum Sklerenchymfaserring linear an-
steigt und dessen Anstieg ∆RXcr/∆l = 59%/1mm beträgt.  
Der Grad der Cellulosekristallinität korrespondiert mit der - in der Balkentheorie beschriebe-
nen - Verteilung der Längsdehnung über den Querschnitt, welche bei Kraftangriff auf einen 
nichtdrehbaren Balken analog Abbildung 91 eintritt530. 
 
Abbildung 91: Durch Kraftangriff auf einen nichtdrehbaren Balken induzierte Längsdehnungen und -
stauchungen  
                                                          
527 angegeben als {Mittelwert +/- Standardabweichung} 
528 Vgl. Cao et al. (2012), S. 4112-4116 
529 Vgl. Kalia, Kaith (2009), S. 109ff 
530 Vgl. Freymann (2011), S. 78-84 





Abbildung 92a und b: Verteilung der Cellulosekristallinitätswerte RXcr über den Querschnitt des Flachssprosses 
(a) und ermittelte Einzelwerte (○) sowie Mittelwerte (●) in Abhängigkeit des Radialabstandes (b) für die Gewe-
betypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und Epidermisschicht (Epi) 
  




Die Abhängigkeit des Mikrofibrillenwinkels über den Sprossquerschnitt in Abbildung 93 lässt 
eine qualitative Einordnung der Gewebetypen zu. Vom niedrigsten zum höchsten mittleren 
RαMFW-Wert ist eine Einteilung Skl < Hlz < Epi identifizierbar. Für die Kambialzone ist es 
nicht möglich, aus der unteren Abbildung RαMFW-Werte abzulesen. 
 
 
Abbildung 93: Verteilung der Mikrofibrillenwinkelwerte RαMFW über den Querschnitt des Flachssprosses für die 
Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und Epidermisschicht (Epi) 
 
Die Verteilung der mittleren Mikrofibrillenwinkel in Abbildung 94 lässt keinen Regressions-
ansatz vermuten.  
Im Bereich der Epidermisschicht sind die höchsten Werte verortet, welche durch relativ hohe 
Streubreiten charakterisiert sind. Die niedrigsten Mikrofibrillenwinkel kommen im 
Sklerenchymfaserring vor und bilden dabei annäherend ein Werteplateau aus. Unter Verwen-
dung von Gleichung 91 ist für die Faserzone ein mittlerer Wert RαMFW = {9,4 +/- 4,9}° ab-
schätzbar, der mit in der Fachliteratur angegebenen Ergebnissen von 8,3 bis 9,5°531 vergleich-
bar ist. Die Mikrofibrillenwinkel des Xylemholzkörpers und der Kambialzone streuen gleich-
falls um einen gemeinsamen Mittelwert, der zwischen den Werten der Epi- und Skl-Gewebe 
liegt.  
  
                                                          
531 Vgl. Bourmaud et al. (2013), S. 3f 




                    
Abbildung 94: Abgeschätzte Einzel- (○) und Mittelwerte (●) des Mikrofibrillenwinkels RαMFW in Abhängigkeit 
zum Radialabstand für die Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) 
und Epidermisschicht (Epi) 
 
IV.4.2.3 Ligningehalt 
Die Verteilung der für die Kalkulation der Ligningehalte RwL notwendigen RwHZA-Gehalte 
zeigen in Abbildung 95a auf, dass ausschließlich im Holzkörper (Hlz) und teils in der Kambi-
alzone RwHZA-Werte ermittelbar sind. Für die Skl- und Epi-Schichten sind aufgrund zu gerin-
ger Ligningehalte, und damit verbunden zu schwacher Ramansignale, keine Peakflächen 
R
HZAA detektierbar, so dass die Ermittlung der Ligningehalte nwL mithilfe des Potenzansatzes 
in Gleichung 92 geschieht.  
Aus den Daten in Abbildung 95b geht hervor, dass ein Gradient zwischen RwHZA und ∆l be-
steht, der mit R² = 0,93 mit ∆RwHZA/∆(∆l) = -9,5%/mm einen indirektproportionalen Zusam-
menhang erkennen lässt. Dies weist darauf hin, dass Lignineinheiten mit doppelt konjugierten 
Π-Elektronensystemen (wie etwa Coniferylaldehyde, p-Hydroxyzimtsäuren) vermehrt in der 
Nähe der Markröhre verortet sind. Mit zunehmender Entfernung vom Mittelpunkt (Lumen) 
sollten diese Ligninanteile stetig/linear fallen.  
  





Abbildung 95a und b: Verteilung des Flächenanteils RwHZA der Ligninfraktion über den Querschnitt des Flachs-
sprosses (a) und ermittelte Einzelwerte (○) sowie Mittelwerte (●) in Abhängigkeit des Radialabstandes (b) für 
die Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und Epidermisschicht 
(Epi) 
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Die Verteilung der Ligninfraktion über den Querschnitt in Abbildung 96 zeigt für den Xylem-
holzkörper (Hlz) und der Epidermisschicht (Epi) vergleichsweise hohe Lignineinlagerungen 
in das Pflanzengewebe an. Im Gegensatz dazu scheint der Sklerenchymfaserring kaum ligni-
fiziert zu sein. 
 
 
Abbildung 96: Verteilung der Ligninfraktion RwL über den Querschnitt des Flachssprosses für die Gewebetypen 
Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und Epidermisschicht (Epi) 
 
Aus der Korrelation der mittleren gewebespezifischen Ligningehalte mit dem Radialabstand 
ist in Abbildung 97 für die Werte des Holzzylinders, der Epidermisschicht und der Kambial-
zone mit R² = 0,97 ein indirektproportionaler Zusammenhang erkennbar.  
Im Bereich des Sklerenchymfaserringes liegen deutlich erniedrigte Ligningehalte vor, die im 
Mittel einen Wert von RwL = {1,6 +/- 1,1}% annehmen und mit Literaturwerten532 (wL = 
2,5%) vergleichbar sind.  
Die mittleren RwL-Werte der inneren Gewebetypen der Xylem- (Hlz) und Kambialzellen 
(Kmb) rangieren zwischen 39,6% (für ∆l = 1138µm) und 12,8%533 (für ∆l = 708µm) und bil-
den einen gemeinsamen Mittelwert von RwL (innen) = 28,9%. Der äußere Epidermisring ist 
mit RwL = {8,7 +/- 5,2}% mäßig lignifiziert und zeigt mit dem Ligningehalt des Sklerenchym-
faserbereiches einen mittleren Wert RwL (außen) = 3,0%.  
Beide berechneten Mittelwerte RwL (innen) und RwL (außen) decken sich mit einschlägigen 
Werten, die für den Ligningehalt der inneren Gewebearten Bereiche von RwL (innen) ≈ 35% 
                                                          
532 Vgl. Dambroth, Seehuber (1988), S. 18 
533 Für die Kambialzone ist ein mittlerer Wert von RwL = {18,6 +/- 6,2}% bestimmbar. 
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bzw. RwL (innen) = {23,7 ... 31,4}% und für die äußeren Schichten Werte von RwL (außen) ≈ 
5% bzw. RwL (außen) = {1,5 ... 4,2}% angeben534,535. 
 
  
Abbildung 97: Verteilung der ermittelte Einzelwerte (○) sowie Mittelwerte (●) der Ligninfraktion RwL in Abhän-
gigkeit des Radialabstandes für die Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaser-
ring (Skl) und Epidermisschicht (Epi) 
 
  
                                                          
534 Vgl. Chantreau et al.(2014), S. 4464ff 
535 Vgl. Day et al. (2005), S. 235-238 
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IV.4.2.4 Ableitbare Konstruktionsprinzipien des Flachssprosses 
Aus den Ergebnissen der (radialabhängigen) Cellulosekristallinitätsindices, Mikrofibrillen-
winkel und Ligningehalte sind für die jeweiligen Gewebetypen spezifische Funktio-
nen/Aufgaben hinsichtlich Kraftaufnahme bzw. -weiterleitung ermittelbar, die in Summe auf 
das Konstruktionsprinzip des Flachssprosses schließen lassen. Im Folgenden werden die vier 
Gewebe des Xylems, Kambiums, Sklerenchymfaserringes und des Epidermisgewebes hin-




Das Epidermisgewebe als äußere Abschlussschicht ist gemäß dem Kraftverteilungsdiagramm 
in Abbildung 91 am stärksten von Längsdehnungen bzw. -stauchungen betroffen und sollte 
sowohl auf Zug- als auch Druckbeanspruchungen ausgelegt sein.  
Gekennzeichnet ist die Gewebeschicht jedoch durch einen geringen Lignifizierungsgrad mit 
hoher Streubreite von RwL = {8,7 +/- 5,2}%. Eine Gewebeauslegung auf Druckbelastung ist 
daher als eher unwahrscheinlich anzusehen. Als eine mögliche Funktion dürfte die moderate 
(hydrophobe) Lignifizierung der Epi-Schicht als wasser- und schädlingsabweisende Schutz-
schicht des Sprosses verstanden werden.  
Mit RXcr = {50,3 +/- 8,1}% ist im Vergleich zum benachbarten Sklerenchymfaserring die 
mittlere Cellulosekristallinität niedrig, was auf einen mäßigen Ordnungsgrad der Cellulosefa-
sern schließen lässt. Weiterhin deuten die Mikrofibrillenwinkel aufgrund der hohen Streuung 
auf unregelmäßige Faserfibrilleneinlagerungen hin, deren Fasern von den untersuchten Ge-
webetypen aufgrund hoher Mikrofibrillenwinkel am wenigsten parallel zur Sprossachse ver-
laufen. Zur Zugaufnahme sollte das Epidermisgewebe somit kaum befähigt sein. 
 
Sklerenchymfaserring (Skl) 
Die höchsten Kristallinitätswerte von RXcr = {79,8 +/- 7,3}% deuten in Verbindung mit den 
nierigsten Mikrofibrillenwinkeln auf hochgeordnete Cellulosestrukturen hin, deren Fibrillen 
nahezu sprossachsenparallel verlaufen. Damit stellt der Sklerenchymfaserring eine Zone dar, 
die auf hohe Zugbeanspruchungen ausgelegt ist.  
Mit RwL = {1,6 +/- 1,1}% liegt nahezu keine Lignifizierung des Gewebes vor, so dass der Skl-
Bereich keine Druckkräfte aufnehmen sollte und damit ein Gewebe darstellt, das im Flachs-
spross ausschließlich die Funktion der Aunahme von Zugbelastungen wahrnimmt. 
 




Die Charakterisierung der Kambialzone ist mit Blick auf deren geringe Dickendimension und 
des mittleren Cellulosekristallinitätswertes von RXcr = {50,3 +/- 8,1}% mit der Epidermis-
schicht vergleichbar. Die Fasern sind jedoch stärker zur Sprossachse ausgerichtet und die 
Streuung der Faserorientieung ist geringer als in der Epidermisschicht. Hinsichtlich der Zug-
belastung kann die Kambialschicht somit als moderat dimensioniert betrachtet werden. 
Der Lignifizierunggrad des Kmb-Bereiches weist im Mittel einen Wert von RwL = {18,6 +/- 
6,2}% auf und liegt damit zwischen den Ligninwerten des Außengewebes und des Xylem-
holzkörpers. Für Druckbeanspruchungen scheint die Kambialzone folglich nur mäßig prädes-
tiniert zu sein. 
 
Xylemholzkörper (Xyl) 
Die Xylemzellen des Holzkörpers unterscheiden sich von allen anderen untersuchten Gewe-
betypen durch das Vorhandensein von Gradienten zwischen den Größen der Cellulosekristal-
linität bzw. des Ligningehaltes und des Radialabstandes.  
Die Cellulosekristallinitätsindices steigen mit zunehmender Radialentfernung vom Lumen 
stetig an und beschreiben mit ∆RXcr/∆l = 59%/1mm einen proportionalen Zusammenhang, der 
konform zur der Spannungsverteilung bei Biegebelastung des Flachssprosses ist. Der Cellulo-
seordnungsgrad nimmt demzufolge mit Annäherung zum Flachsaußengewebe zu, was sich in 
wachsenden kraftinduzierten Zugaufnahmefähigkeiten wiederspiegeln sollte. Die Orientie-
rung der Faserfibrillen entspricht in etwa denen der Kambialzone, so dass die Xylemzellen 
vermutlich mäßig zur Zugkraftaufnahme befähigt sind. 
Der Ligningehalt ist mit dem Radialabstand indirekt verknüpft und weist einen mittleren An-
stieg von ∆RwL/∆l = -50%/1mm auf. Der stärkste Lignifizierungsgrad tritt nahe der Markröhre 
auf und liegt bei rund 47%. Die höchsten Druckkräfte sollten somit im Sproßinneren nahe 
dem Lumen abgeleitet werden. Mit zunehmender radialer Entfernung sinken die Ligningehal-
te des Holzzylinders annähernd linear auf rund 18% nahe der Kambialschicht ab, so dass da-
mit die Fähigkeit Druckbeanspruchungen aufzunehmen entsprechend vermindert sein sollte. 
Im Ergebnis der gemessen Wert RXcr, RαMFW und RwL stellt der Holzkörper eine Art Multi-
funktionsgewebe dar, das sowohl Zug- als auch Druckkräfte aufnehmen kann, wobei die 
Kraftaufnahmefähigkeiten vom Radialabstand direkt bzw. indirekt beeinflusst werden. 
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Neben gewebespezifischen Charakteristika lassen in Abbildung 98 und Abbildung 99 die 
mittleren Werte der analysierten Kenngrößen der Zellen der Xylem-, Kambial- und Epider-
misgewebe gemeinsame Zusammenhänge zwischen Mikrofibrillenwinkel, Ligningehalt und 
Cellulosekristallinitätsindex vermuten.   
Zwischen abgeschätztem Mikrofibrillenwert und Cellulosekristallinitätsindex ist gemäß Ab-
bildung 98 für die Hlz-, Kmb- und Skl-Gewebe ein einheitlicher Regressionsansatz existent. 
Der negative Geradenanstieg zeigt allgemein an, dass fallende MFW-Werte mit steigenden 
Cellulosekristallinitäten einhergehen, was die beiden Größen der Faserorientierung und den 
Celluloseordnungsgrad miteinander verknüpft. Demnach sollten - bis auf die Epidermis-
schicht - im Flachsgewebe mit steigender Cellulosekristallinität zunehmend parallele Faser-
anordnungen in Richtung Sprossachse auftreten.  
Mittels des in Abbildung 98 gezeigten Regressionsansatzes ist für den theoretischen Grenz-
wert von RXcr = 100% ein extrapolierter Mikrofibrillenwinkel von RαMFW ≈ 4,4° bestimmbar, 
der mit der von Tanpichai et al. angegebenen Fibrillenausrichtung von α = 5,7°536 in sehr gu-
ter Übereinstimmung steht.  
 
 
Abbildung 98: Korrelation zwischen abgeschätztem Mikrofibrillenwinkel und Cellulosekristallinitätsindex der 
mittleren Werte (●) der Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und 
Epidermisschicht (Epi) mit Regressionsgerade y = a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaß R² 
  
                                                          
536 Vgl. Tanpichai et al. (2012), S. 1342ff 
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In Abbildung 99 ist für die Pflanzenzellen des Xylemholzkörpers, des Sklerenchymfaserrin-
ges, und eingeschränkt auch für das Kambium, ein signifikanter Zusammenhang zwischen 
dem Ligningehalt und dem Cellulosekristallinitätsindex ermittelbar. Für die genannten Zellen 
gehen demnach mit fallender Celluloseordnung steigende Ligninwerte einher.  
Damit deutet sich an, dass in den analysierten Flachszellen in hochgeordneten Cellulosestruk-
turen Lignininkorporationen deutlich geringer auftauchen als bei geringen Cellulosekristalli-
nitätswerten. Die mögliche Ursache dieses Phänomens könnte in den Hydroxylgruppen der 
Cellulosefibrillen liegen. In kristallinen Strukturen bilden diese Wasserstoffbrückenbindungen 
untereinander aus und stehen damit für mögliche (kovalente) Bindungen mit den Ligninmak-
romolekülen537,538,539,540,541,542,543 unter Ausbildung sogenannter Lignin-Polysaccharid-Kom-
plexe - „Lignin-carbohydrate complexes“ (LCC)544 nicht zur Verfügung. 
 
             
Abbildung 99: Korrelation zwischen Ligningehalt und Cellulosekristallinitätsindex der mittleren Werte (●) der 
Gewebetypen Xylemholzkörper (Hlz), Kambium (Kmb), Sklerenchymfaserring (Skl) und Epidermisschicht (Epi) 
mit Regressionsgerade y = a0 + a1x mit Bestimmtheitsmaß R² 
 
                                                          
537 Merewether bietet eine umfangreiche Literaturrecherche, die die Existenz von Lignin-Polysaccharid-
Bindungen nahelegt. Vgl. Merewether (1957), S. 66-78 
538 Vgl. Linnell, Thompson, Swenson (1966)S. 492f 
539 Vgl. Kringstad, Cheng (1969), S. 2383ff 
540 Vgl. Kosikova, Polcin (1973), S. 309ff 
541 Vgl. Wegener (1976), S. 177-185 
542 Vgl. Whitemore (1978), S. 421ff 
543 Vgl. Lai, Sarkanen (1971), S. 165-240 















Ziel der vorliegenden Arbeit war es ramanspektroskopische Messmethoden zu entwickeln, die 
es erlauben, Pflanzenmaterialien hinsichtlich deren chemischer Zusammensetzung zu charak-
terisieren. Im Fokus standen dabei die drei Hauptkomponenten Cellulose, Hemicellulose und 
Lignin. Die Anwendung der Messmethoden zeigte am Pflanzenquerschnitt eines Flachsspros-
ses deren Konstruktionsprinzipien auf. 
 
Methoden zur Charakterisierung der Cellulose 
Bezüglich der Komponente der Cellulose stand deren Bewertung des Grades des Ordnungszu-
standes - ausgedrückt als Cellulosekristallinitätsindex - im Vordergrund. Es wurden insgesamt 
48 unterschiedlich stark aufgemahlenen Celluloseproben zweier mikrokristalliner und sechs 
Bakteriencellulosen sowie eines Eukalyptuszellstoffes mittels Kernspinresonanzspektroskopie 
und Weitwinkelröntgendiffraktometrie analysiert.  
Bei der Weitwinkelröntgendiffraktometrie erfolgte die Auswertung der Cellulosediffrakto-
gramme nach der Segal-Methode und einer eigenentwickelten Subtraktionsmethode. Dabei 
zeigte sich, dass die Ergebnisse der Segal-Methode um ca. die Hälfte über der Subtraktions-
methode lagen. Mit beiden Auswertemethoden wurde die Abnahme der Cellulosekristallit-
form mit steigendem Mahlenergieeinsatz nachgewiesen, wobei potenzielle Korrelationen zwi-
schen spezifischem Mahlenergieeintrag und bestimmten Cellulosekristallinitätsindex beste-
hen.  
Mithilfe der Festkörper-13C-NMR-Spektroskopie erfolgte die Auswertung der präparier-
ten/aufgemahlenen Cellulosen im Bereich der chemischen Verschiebung der C-1-, C-4- und 
C-6-Atome durch Zerlegung der jeweiligen Liniengruppen unter Verwendung von Gaußkur-
ven. Es konnte gezeigt werden, dass die ermittelten Cellulosekristallinitätsindices der C-4- 
und C-6-Atome untereinander und mit den Werten der Subtraktionsmethode der Weitwinkel-
röntgendiffraktometrie vergleichbar waren. Aus den Deconvolutionsergebnissen des C-1-
Atoms erfolgte die Bestimmung der Cellulosekristallinitätsmodifikationen Iα und Iβ, die für 
die Bakteriencellulosen höhere Iα -Anteile als für die mikrokristallinen Cellulosen sowie des 
Eukalyptuszellstoffes ergaben.  
An den, mittels Kernspinresonanzspektroskopie und Weitwinkelröntgendiffraktometrie cha-
rakterisierten, Cellulosen wurden ramanspektroskopische Messungen durchgeführt, die Peaks 
identifizierten, deren Signalintensitäten mit steigenden Cellulosekristallinitätsindices entwe-
der stiegen, sanken oder konstant blieben. Es konnten insgesamt neun Regressionssysteme 
zwischen Cellulosekristallinitätsindex und unterschiedlichen Ramanintensitätsquotienten her-
ausgearbeitet werden, von denen sechs als Quantifizierungsmethode geeignet erscheinen.  




Neben der Änderung der Ramanintensitäten treten für die beiden Peaks bei rund 1120 und 
1096cm-1 mit steigenden Cellulosekristallinitätsindices Peakshifts auf, die ebenfalls quantifi-
zierbar sind.  
 
Methoden zur Charakterisierung des Lignins 
Zur Erarbeitung einer Quantifizierungsmethode von Lignin in Pflanzenmaterialien wurde an 
Ligninmodellsubstanz/Cellulose-Mischungen gezeigt, dass der Ramanflächenintensitätsquoti-
ent RLigninA/R1380I maßgeblich vom Π-Elektronen-Konjugationsgrad der Aromatenseitenkette 
beeinflusst ist.  
Für Modellsubstanzen der Minorstrukturen wurden die höchsten und für Modellsubstanzen 
der Ligninstrukturen die niedrigsten RLigninA/R1380I-Werte ermittelt. Es wurde nachgewiesen, 
dass als Alleinstellungsmerkmal der Minorstrukturen im Wellenzahlbereich 1645-1620cm-1 
Ramanpeaks RHZAA detektierbar sind, die durch Peakdeconvulotion mittels kombinierter 
Gauß/Lorentz-Kurven erhalten wurden.  
Im Ergebnis der Ligninmodellsubstanzuntersuchungen konnte ein Minorsubstanz-Linien-
Diagramm bestehend aus den drei Größen des Klason-Lignin-Gehaltes nwL, des Ramanflä-
chenintensitätsquotienten RLigninA/R1380I und des Anteils der Minorstrukturen am Gesamtlignin 
RwMinor entwickelt werden. Mithilfe des Minorsusbtanz-Linien-Diagramms ist es möglich, aus 
zwei bekannten Größen auf die dritte zu schließen, was bei der Quantifizierung der Pflanzen-
lignine angewandt wurde.  
Insgesamt wurden 36 Pflanzenmaterialien von Laub- und Nadelhölzern, Einjahrespflanzen 
und Nussschalen zur Erarbeitung einer ramanspektroskopischen Bestimmungsmethode zu-
nächst mittels Klason-Aufschluss hinsichtlich derer Ligningehalte nwL charakterisiert. Als 
weitere nasschemische Behandlungsmethode wurden die Proben der Gräser und Einjahres-
pflanzen mittels Alkali-Kochung aufgeschlossen und anschließend deren Klason-
Ligningehalte nwL(A) ermittelt.  
Von den originalen Pflanzenproben wurden ramanspektroskopisch die Ramanflächenintensi-
tätsquotienten RLigninA/R1380I bestimmt. Aus der Lage der pflanzenspezifischen Wertepunkte 
im Minorsubstanz-Linien-Diagramm konnte geschlussfolgert werden, dass die Laub- und 
Nadelhölzer sowie die Nussschalen im RwMinor-Bereich von 0 bis 20% verortet waren und als 
annähernd uniform anzusehen sind. Die originären Proben der Einjahrespflanzen lagen zwi-
schen RwMinor = 10...60% und wiesen hohe Varianzen auf.  
Für alle Pflanzenmaterialien konnten im Wellenzahlbereich der Lignin-Ramansignale p-hy-
droxyzimtsäure- bzw. p-hydroxyzimtaldehydspezifische RHZAA-Peakflächen bestimmt wer-




den. Mithilfe des Peakareals RLigninA sowie der Ramanpeakfläche RHZAA wurde ein empiri-
scher Ansatz entwickelt, der eine ramanspektroskopische Quantifizierung des Ligninanteils in 
Pflanzenmaterialien ermöglicht. 
Neben der Ligninquantifizierung erfolgte spektroskopisch die Bewertung der Pflanzenlignine 
hinsichtlich deren Zusammensetzung aus Guaiacyl- und Sinapyl-Einheiten durch Pekdecon-
volution des Ramanwellenzahlbereiches 1430-1220cm-1. Mittels zweier Markerpeaks RSA und 
R
GA konnten pflanzenspezifische Ramanflächenquotienten RSA/RGA ermittelt werden, die auf-
zeigten, dass, gefolgt von den Gräsern/Einjahrespflanzen, die Laubholz- und die Nussscha-
lenproben hohe Varianzen aufwiesen und die Nadelhölzer geringe uniforme Werte zeigten. 
Die ermittelten Peakflächenquotienten korrelierten mit S/G-Literaturwerten.  
 
Methoden zur Charakterisierung der Hemicellulosen 
Hinsichtlich der Bestimmung von Hemicellulosen in Pflanzenmaterialien ist die Ramanspek-
troskopie nur bedingt geeignet.  
An Stoffmischungen von vier unterschiedlichen Hemicellulosen mit Cellulose wurde nach-
gewiesen, dass im Wellenzahlbereich <1500cm-1 signifikante, quantifizierbare Unterschiede 
zwischen Cellulose und Hemicellulosen nicht vorhanden sind. Zur qualitativen Abschätzung 
von Hemicellulosen konnten spezifische Markerpeaks identifiziert werden.  
Unter der Annahme, dass in natürlich vorkommenden Hemicellulosen Acetylgruppen integra-
le Bestandteile dieser Stoffkomponenten sind, wurden an Celluloseacetatproben mit bekann-
ten Acetylgruppengehalten die Peakintensitätsquotienten R2940I/R2894I ermittelt. Dabei wurde 
für Acetylgruppengehalte wAc < 20% eine lineare Korrelation nachgewiesen, mit der die He-
micellulosequantifizierung der Pflanzenmaterialien erfolgte.  
Zur Bestimmung der Hemicellulosegehalte der Pflanzenproben wurden diese mittels Kürsch-
ner/Hoffer- und Peressigsäureaufschluß hinsichtlich der Gehalte der Cellulose und der Ho-
locellulose charakterisiert. Es zeigte sich, dass während des Peressigsäureaufschlusses zum 
Teil Hemicellulosen in Lösung und somit der gravimetrischen Bestimmung verlustig gingen. 
Aus diesem Grund erfolgte die Bestimmung der Hemicellulosegehalte indirekt unter Verwen-
dung der nasschemisch ermittelten Cellulose- und Ligningehalte.  
Die spektroskopischen Messungen der originalen, peressigsäure- und Kürschner/Hoffer-
aufgeschlossenen Pflanzenproben zeigten für alle untersuchten Materialien eine Abnahme der 
Ramanintensitäten des Peaks bei 2940cm-1 von Originalsubstanz über Holocellulose zur Cel-
lulose, was als Abnahme der Acetyl- und damit der Hemicellulosegehalte interpretiert wurde.  




Aufgrund nichteinheitlicher Hemicellulosen mit vermutlich differierenden Acetylgruppenge-
halten konnte keine einheitliche Qunatifizierungsmethode entwickelt werden, was zur Folge 
hatte, dass insgesamt drei lineare Regressionsansätze zur Bestimmung der Hemicellulosen 
notwendig waren.  
 
Anwendung der ramanspektroskopischen Methoden am Querschnitt eines Flachssprosses Li-
num usitassimum 
Die Anwendung der Methoden zur Bestimmung des Cellulosekristallinitätsindex und der Lig-
ninquantifizierung wurde vom Fourier-transformierten ins konvokale Ramanmesssystem 
überführt, um an einen eingebetten Mikrotomschnitt eines Flachssprosses deren Verteilung 
über den Querschnitt aufzuzeigen. Ferner wurde mithilfe publizierter Ergebnisse zur Orientie-
rung von Flachsfaserfibrillen ein System zur Bestimmung des Mikrofibrillenwinkels der Cel-
lulosefasern hergeleitet.  
Im Ergebnis wurde das Konstruktionsprinzip des Flachsspross analysiert und anhand der ge-
wonnen ramanspektroskopischen Ergebnisse interpretiert. Es wurde gezeigt, dass die Gewe-
bearten der Epidermis- und Kambialschicht, sowie die Xylemzellen des Holzzylinders und 
der Sklerenchymfasering jeweils unterschiedliche und in der Kraftaufnahme verschieden stark 
ausgeprägte Funktionen übernehmen.  
Der Sklerenchymfaserring zeichnet sich durch hohe Cellulosekristallinitätsindices aus, die in 
Verbindung mit niedrigen Mikrofibrillenwinkeln das Gewebe als eine Zone identifizieren, die 
auf Zugbeanspruchung ausgelegt ist.  
Die den Spross nach außen abschließende Epidermisschicht stellt ein Gewebe dar, welches 
welches aufgrund des nur leichten Lignifizierungsgrades verbunden mit vergleichsweise nied-
rigen Celllosekristallinitätsindices sowie hohen Mikrofibrillenwinkeln zur Aufnahme von 
Druck- und Zugkräften nicht geeignet erscheint.  
Die Kambialzone ist aufgrund der geringen Dickendimension sowie der niedrigen Ligninge-
halte und Cellulosekristallinitätswerte zur Kraft- und Lastenverteilung im Flachsspross nicht 
ausgelegt.  
Der Holzzylinder konnte als eine bifunktionale Gewebeschicht, die sowohl auf Zug- als auch 
auf Druckbelastungen ausgelegt ist, herausgestellt werden. So sinkt der Ligninfizierungsgrad 
vom Sprossinneren linear vom Lumen zum Sklerenchymring ab. Aus dem Ligningradient 
konnte geschlussfolgert werden, dass die höchste Druckaufnahmekapazität am inneren Rand 
des Holzzylinders vorhanden ist. Im Gegensatz dazu steigen vom Sprossinneren zum 
Sklerenchymring die Cellulosegehalte und linear die Cellulosekristallinitätsindices an, so dass 




die höchsten Zugaufnahmekapazitäten am äußeren Rand an der Grenze zur Kambialzone vor-
ortet sind.  
Zwischen den drei untersuchten Größen der Cellulosekristallinität, des Mikrofibrillenwinkels 
und des Ligningehaltes sind lineare Korrelationen herleitbar, die pflanzengewebsübergreifen-
de Zusammenhänge erkennen lassen. Für die inneren Gewebetypen der Xylem- und Kambial-
zellen sowie die Sklerenchymfaserzellen gehen mit steigenden Ligningehalten sowohl fallen-
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VI.1 Eingesetzte Materialien 
 Cellulosen VI.1.1
 
Tabelle 15: Eingesetzte mikrokristalline Cellulosen und Bakteriencellulosen sowie Eukalyptuszellstoff 
Celluloseart Bezeichnung Abkürzung 
Mikrokristalline Cellulose PH-101 MCC(1) 
Mikrokristalline Cellulose RC-581 MCC(2) 
Bakteriencellulose (Vlies) ATCC-10245 BC(1v) 
Bakteriencellulose (zerfasert) ATCC-10245 BC(1z) 
Bakteriencellulose (Vlies) ATCC-11142 BC(2v) 
Bakteriencellulose (zerfasert) ATCC-11142 BC(2z) 
Bakteriencellulose (Vlies) ATCC-23768 BC(3v) 
Bakteriencellulose (zerfasert) ATCC-23768 BC(3z) 
Bakteriencellulose (Vlies) ATCC-35959 BC(4v) 
Bakteriencellulose (zerfasert) ATCC-35959 BC(4z) 
Bakteriencellulose (zerfasert) Ax-5 BC(5z) 
Zellstoff Sulfitzellstoff (Eukalyptus) EuZ 
 













MCC(1) 0 0 0 
MCC(1)_60Hz/2min 60 120 432000 
MCC(1)_60Hz/4min 60 240 864000 
MCC(1)_60Hz/6min 60 360 1296000 
MCC(1)_60Hz/8min 60 480 1728000 
MCC(1)_60Hz/10min 60 600 2160000 
MCC(1)_60Hz/30min 60 1800 6480000 
  


















MCC(2)_20Hz/1min 20 60 24000 
MCC(2)_20Hz/2min 20 120 48000 
MCC(2)_20Hz/3min 20 180 72000 
MCC(2)_20Hz/4min 20 240 96000 
MCC(2)_20Hz/5min 20 300 120000 
MCC(2)_20Hz/6min 20 360 144000 
MCC(2)_20Hz/7min 20 420 168000 
MCC(2)_20Hz/8min 20 480 192000 
MCC(2)_80Hz/1min 80 60 384000 
MCC(2)_80Hz/2min 80 120 768000 
MCC(2)_80Hz/3min 80 180 1152000 
MCC(2)_80Hz/4min 80 240 1536000 
MCC(2)_80Hz/5min 80 300 1920000 
MCC(2)_80Hz/6min 80 360 2304000 
MCC(2)_80Hz/7min 80 420 2688000 
MCC(2)_80Hz/8min 80 480 3072000 
EuZ 0 0 0 
EuZ_60Hz/1min 60 60 216000 
EuZ_60Hz/2min 60 120 432000 
EuZ_60Hz/3min 60 180 648000 
EuZ_60Hz/4min 60 240 864000 
EuZ_100Hz/1min 100 60 600000 
EuZ_100Hz/2min 100 120 1200000 
EuZ_100Hz/3min 100 180 1800000 
EuZ_100Hz/4min 100 240 2400000 
  

















EuZ_250rpm/0,5h 4,167 1800 31250 
EuZ_250rpm/1h 4,167 3600 62500 
EuZ_250rpm/2h 4,167 7200 125000 
EuZ_250rpm/4h 4,167 14400 250000 
EuZ_250rpm/6h 4,167 21600 375000 
EuZ_250rpm/8h 4,167 28800 500000 












Tabelle 18: Eingesetzte Ligninmodellsubstanzen mit n-Propylbenzen-Grundgerüst [Ar-Cα-Cβ-Cγ] 
Modellsubstanz Abkürzung 
3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)-propansäure Hym 
Phenylalanin, 2-Amino-3-phenylpropansäure Pha 
Tyrosin, 2-Amino-3-(4-hydroxyphenyl)-propansäure Tyr 
 
Tabelle 19: Eingesetzte Ligninmodellsubstanzen mit 3-Phenyl-2-propen-Grundgerüst [Ar-Cα=Cβ-Cγ] 
Modellsubstanz Abkürzung 
Coniferylalkohol, 4-(3-Hydroxy-1-propen-1-yl)-2-methoxyphenol CAk 
Isoeugenol, 2-Methoxy-4-(1-propen-1-yl)phenol Ise 
 
Tabelle 20: Eingesetzte Ligninmodellsubstanzen mit 3-Phenyl-2-propen-Grundgerüst, die in C(1)-Position der 2-
Propenseitenkette Carbonylgruppen aufweisen [Ar-Cα=Cβ-Cγ=O] 
Modellsubstanz Abkürzung 
4-Acetoxy-3-methoxyzimtaldehyd, 2-Methoxy-4-(3-oxo-1-propen-1-yl)phenylacetat AAld 
Coniferylaldehyd, 3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)-2-propenal CAld 
p-Cumarsäure, 3-(4-Hydroxyphenyl)acrylsäure pCS 
3-(3,4-Dimethoxyphenyl)acrylsäure DS 
Ferulasäure, 3-(4-Hydroxy-3-methoxyphenyl)acrylsäure FS 
Ferulasäureethylester, Ethyl-3-(4-hydroxy-3-methoxyphenyl)acrylat FSE 
Kaffeesäure, 3-(3,4-Dihydroxyphenyl)acrylsäure KS 
Sinapinsäure, 3-(3,5-Dimethoxy-4-hydroxyphenyl)acrylsäure SS 










Tabelle 21: Physikalische Stoffmischungen der Ligninmodellsubstanzen mit MCC(2) 
Substanzen i Massenanteile der Modellsubstanzen wi [%] 
Modellsubstanzgrundgerüst [Ar-Cα-Cβ-Cγ] 
Hym 1,0 1,8 2,8 6,0 10,5 21,0 31,4   
Pha 10,0 18,3 28,4 40,5 45,1 57,7 73,2 78,8 87,9 
Tyr 5,2 9,0 15,5 19,1 39,9     
Modellsubstanzgrundgerüst [Ar-Cα=Cβ-Cγ] 
CAk 0,6 2,7 4,3 7,5 16,4 19,8    
Ise 1,7 3,8 7,7 13,9 15,9 25,4    
Modellsubstanzgrundgerüst [Ar-Cα=Cβ-Cγ=O] 
AAld 1,0 2,9 5,1 12,6 15,1 20,1    
CAld 1,3 2,8 4,6 10,7 14,8 21,8    
pCS 0,7 3,6 4,4 8,3 16,8 20,4    
DS 1,5 2,7 5,1 10,0 20,9 30,8    
FS 4,6 11,8 15,4 21,1 26,3 32,3 40,2   
FSE 1,3 2,0 3,8 5,4 12,9 20,1 32,5   
KS 0,6 1,9 2,9 4,4 9,5 15,6 19,0   
SS 1,0 2,2 5,2 11,5 14,9 21,6    
ZS 9,9 19,7 31,0 40,4 51,0     
Mischungen 1…4: FS:Hym [%:%] 
1…[81,2:18,8] 0,5 1,0 3,3 5,2 10,0 15,7    
2…[62,1:37,9] 1,1 5,1 10,5 15,8 18,3     
3…[41,3:58,7] 1,1 5,4 10,5 16,1      
4…[20,3:79,7] 2,6 15,5 20,8 25,4      
Mischungen 5…6: pCS:Pha [%:%] 
5…[10,0:90,0] 5,3 10,3 21,4 33,0 21,7 55,8    
6…[5,0:95,0] 5,4 11,4 20,7 30,7 40,9 50,1    
 
  










Arabinogalactan (Lärche) k.A. (k.A.) AraGal 
Glucomannan (Teufelszunge) Glu:Man = 40:60 (ja) GluMan 
Xyloglucan (Tamarinde) Ara:Gal:Xyl:Glc = 3:18:34:35 (k.A.) XylGlc 
Xylan (Buche) Xyl = 100 (k.A.) Xyl 
 
Tabelle 23: Physikalische Stoffmischungen der Hemicellulosen mit MCC(2) 
Substanzen i Massenanteile der Modellsubstanzen wi [%] 
AraGal 9,9 20,0 30,6 38,0 60,8 80,9 91,7   
GluMan 10,0 20,1 29,9 39,9 59,9 78,5 90,0   
Xyl 10,1 20,1 30,2 40,3 63,7 81,2 92,2   











Tabelle 24: Eingesetzte Pflanzenmaterialien der Laubhölzer 
Baumart Pflanzengattung Abkürzung 
Ahorn Acer Ah 
Apfel Malus Ap 
Birke Betula Bi 
Buche Fagus Bu 
Eiche Quercus Ei 
Eiche (Kern) Quercus Ei(K) 
Esche Fraxinus Es 
Holunder Sambucus Hl 
Platane Platanus Pl 
Robinie Robinia Ro 
Roteiche Quercus Re 
Roteiche (Kern) Quercus Re(K) 
Walnuss Juglans Wn 
Walnuss (Kern) Juglans Wn(K) 
 
Tabelle 25: Eingesetzte Pflanzenmaterialien der Nadelhölzer 
Baumart Pflanzengattung Abkürzung 
Eibe Taxus Eb 
Fichte Picea Fi 
Kiefer Pinus Ki 
Kiefer (Kernholz) Pinus Ki(k) 
Lärche Larix Lä 
Lärche (Kernholz) Larix Lä(k) 
 
  





Tabelle 26: Eingesetzte Pflanzenmaterialien der Einjahrespflanzen und Gräser 
Einjahrespflanzen-/Grasart Pflanzengattung Abkürzung 
Bambus Bambusoideae Ba 
Chinagras Miscanthus Ch 
Flachs Linum Fl 
Gerste Hordeum Gr 
Goldrute Solidago Gd 
Haferspelzen Avena Hf 
Hanfschäben Cannabis Hf 
Roggen Secale Rg 
Weizen Triticum Wz 
Zuckerrübenschnitzel Beta Zc 
 
Tabelle 27: Eingesetzte Pflanzenmaterialien der Nussschalen 
Nussart Pflanzengattung Abkürzung 
Erdnuss Arachis Er 
Haselnuss Corylus Hs 
Mandel Prunus Mn 
Pekannuss Carya Pk 
Pistazie Pistacia Pz 
Wallnuss Juglans Ws 
 
  
  VI Anhang 
  
CXCI 
VI.2 Probenpräparation und nasschemische Ergebnisse 
 Cellulose-2,5-acetat - Verseifung und DS-Bestimmung VI.2.1
 
 
Abbildung 100: Verfahrensschema der heterogenen Deacetylierung des Cellulose-2,5-acetats 
 
Tabelle 28: Beschreibung der Verfahrensschritte der heterogenen Deacetylierung  
Verfahrensschritt Beschreibung 
Suspension • Vorlage von 45g Cellulose-2,5-acetat in 2L-Becherglas 
• Zugabe von 900ml entionisiertem Wasser 
• Suspendierung des Cellulose-2,5-acetats mittels Magnetrührer 
partielle Verseifung • Zugabe von 10ml 0,4molarer Natronlauge und partielle Verseifung des Cel-
lulose-2,5-acetats 
• Abnahme von 20ml Suspension nach einer Reaktionszeit von 15min 
• weitere Zugabe von 10ml Natronlauge 
Waschung und Trock-
nung 
• Abnutschen der Suspension über Rundfilter 
• Waschung des partiell verseiften Celluloseacetats mit entionsiertem Wasser 
•  Trocknung des partiell verseiften Celluloseacetats im Trockenschrank 
(105°C, über Nacht, Abkühlung im Exsikkator) 
 
  






Abbildung 101: Verfahrensschema der Bestimmung der Acetylgruppengehalte der partiell verseiften Cellulose-
acetate (in Anlehnung an Samios et al. (1997)) 
 
Tabelle 29: Beschreibung der Verfahrensschritte der Bestimmung der Acetylgruppengehalte 
Verfahrensschritt Beschreibung 
Quellung • Vorlage von 0,2g CAc in Becherglas 
• Zugabe von 10ml 75%igem Ethanol 
• Quellung für 2,5h bei 60°C 
Totalverseifung • Zugabe von 6ml 0,5molarer Natronlauge  
• Suspension für 15min bei 60°C stehen lassen 
• Suspension für 2 Tage bei Raumtemperatur stehen lassen 
HCl-Zugabe im Über-
schuss 
• Titration der Suspension mit 0,1molarer Salzsäure 
• Zugabe von 2ml 0,1molarer Salzsäure 
• Suspension für einen Tag bei Raumtemperatur stehen lassen 
Rücktitration • Rücktitration mit 0,1molarer Salzsäure gegen Phenolphthalein als Indikator 
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Tabelle 30: Eingesetzte(s) originales (CAc_0) und partiell verseifte Cellulose-2,5-acetate CAc_i; (mit i = 1...29) 
mit Natronlaugezugabe, Verseifungszeit und Acetylgruppengehalt 







CAc_0 0 0 40,2 
CAc_1 10 15 39,3 
CAc_2 10 30 39,0 
CAc_3 10 45 38,2 
CAc_4 10 60 38,0 
CAc_5 10 75 37,4 
CAc_6 10 90 36,8 
CAc_7 10 105 36,3 
CAc_8 10 120 35,6 
CAc_9 10 135 34,8 
CAc_10 10 150 34,5 
CAc_11 10 165 33,6 
CAc_12 10 180 32,8 
CAc_13 10 195 32,8 
CAc_14 10 210 32,2 
CAc_15 10 225 31,7 
CAc_16 10 240 31,1 
CAc_17 10 255 31,1 
CAc_18 10 270 30,6 
CAc_19 10 285 29,8 
CAc_20 10 300 29,1 
CAc_21 10 315 28,2 
CAc_22 10 330 27,6 
  




Tabelle 30 (Fortsetzung): Eingesetzte(s) originales (CAc_0) und partiell verseifte Cellulose-2,5-acetate CAc_i; 
(mit i = 1...29) mit Natronlaugezugabe, Verseifungszeit und Acetylgruppengehalt 







CAc_23 10 345 24,6 
CAc_24 10 360 22,3 
CAc_25 10 375 19,2 
CAc_26 10 390 15,3 
CAc_27 10 405 10,8 
CAc_28 10 420 10,2 
CAc_29 10 435 6,7 
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 Pflanzenmaterialien  VI.2.2
VI.2.2.1 Cellulosebestimmung nach Kürschner/Hoffer 
 
 
Abbildung 102: Verfahrensschema des Kürschner/Hoffer-Celluloseaufschlusses (in Anlehnung an: Skript 
„Praktikum für Holztechniker“ (o.J.), S. 2) 
 
  




Tabelle 31: Beschreibung der Verfahrensschritte des Kürschner/Hoffer-Celluloseaufschlusses (in Anlehnung an: 
Skript „Praktikum für Holztechniker“ (o.J.), S. 2) 
Verfahrensschritt Beschreibung 
Nitrierung (3x) • Einwaage des Probenmaterials (mProbe (lutro) ≈ 1g) mit bekanntem Trocken-
substanzgehalt TSProbe und Überführung in 300ml-Erlenmeyerkolben 
• Zugabe von 25ml Nitrierlösung (Ethanol (96%): Salpetersäure (63%) = 4:1) 
• Kochung am Rückflusskühler (1h) 
Filtrierung (2x) • abnutschen des Feststoffes über G3-Fritte (Porenweite = 16-40µm) mit be-
kannter Nettomasse mG3,netto  
• Rücküberführung des Nitriergemisches und Feststoffes in 300ml-
Erlenmeyerkolben 
• G3-Fritte mit 25ml frischem Nitriergemisch nachspülen 
Trennung/Waschung 1 • abnutschen der Cellulose über G3-Fritte 
• waschen des Feststoffes zunächst mit Ethanol (96%) und nachfolgend mit 
heißem, entionisiertem Wasser 
Kochung • Rücküberführung der Cellulose in 300ml-Erlenmeyerkolben und Zugabe von 
100ml heißem, entionisiertem Wasser 
• Kochung am Rückflusskühler (30min) 
Trennung/Waschung 2 • abnutschen der Cellulose über die benutzte G3-Fritte 
• waschen des Feststoffes mit heißem, entionisiertem Wasser auf Säurefreiheit 
Trocknung (und Masse-
bestimmung) 
• Trocknung der Cellulose auf Massenkonstanz im Trockenschrank (105°C, 
über Nacht, Abkühlung im Exsikkator) 
• Ermittlung der absoluttrockenen G3-Bruttomasse mG3,netto mittels Analysen-
waage 
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VI.2.2.2 Ligninbestimmung nach Klason 
 
          
Abbildung 103: Verfahrensschema des Klasonligninaufschlusses (in Anlehnung an: Skript „Vorschrift für 
Klason-Lignin-Bestimmung“ (o.J.), o.S.) 
 
Tabelle 32: Beschreibung der Verfahrensschritte des Klasonligninaufschlusses (Quelle: Skript „Vorschrift für 
Klason-Lignin-Bestimmung“ (o.J.), o.S.) 
Verfahrensschritt Beschreibung 
Hydrolyse • Einwaage des (extraktfreien) Probenmaterials (mProbe (lutro) ≈ 0,3g) mit 
bekanntem Trockensubstanzgehalt TSProbe in ein kleines Becherglas 
• Zugabe (unter Rühren mit Glasstab) von 15ml von Schwefelsäure (72%) 
• Hydrolyse des Reaktionsgemisches unter gelegentlichem Rühren (20°C, 2h) 
Kochung • 350ml entionisiertes Wasser in 1l-Rundkolben geben 
• Überführung des Reaktionsgemisches in 1l-Rundkolben 
• Auffüllen mit entionisiertem Wasser auf exakt 575ml 
• Kochung am Rückflusskühler (4h) 
Trennung/Waschung • Gemisch abkühlen und säureunlösliches Klasonlignin absetzen lassen 
• Abnutschen des Feststoffes über G4-Fritte (Porenweite = 10-16µm) mit be-
kannter Nettomasse mG4,netto 
• Waschen des Klasonlignins mit entionisiertem Wasser auf Säurefreiheit 
 
  




Tabelle 32 (Fortsetzung): Beschreibung der Verfahrensschritte des Klasonligninaufschlusses (Quelle: Skript 




• Trocknung des Klasonlignins auf Massenkonstanz im Trockenschrank 
(105°C, über Nacht, Abkühlung im Exsikkator) 
• Ermittlung der absoluttrockenen G4-Bruttomasse mG4,netto mittels Analysen-
waage 
• Bestimmung des Klasonligningehaltes nwL (Dreifachbestimmung): ./ L [%] = 100% · mG4,brutto [g] - mG4,netto [g]TSProbe [%]100%   · mProbe (lutro) [g] 
 
VI.2.2.3 Holocellulosebestimmung nach Poljak 
 
             
Abbildung 104: Verfahrensschema des Holocelluloseaufschlusses (in Anlehnung an: Skript „Praktikum für 
Holztechniker“ (o.J.), S. 3) 
 
Tabelle 33: Beschreibung der Verfahrensschritte des Peressigsäureaufschlusses (in Anlehnung an: Skript 
„Praktikum für Holztechniker“ (o.J.), S. 3) 
Verfahrensschritt Beschreibung 
Reaktion • Einwaage des Probenmaterials (mProbe (lutro) ≈ 1g) mit bekanntem Trocken-
substanzgehalt TSProbe und Überführung in 250ml-Rundkolben 
• Zugabe von 20ml Pufferlösung (10%ige Natriumacetatlösung in Eisessig) 
und 12ml Peressigsäure (40%) 
• Erwärmen im Wasserbad am Rückflusskühler (70°C, 1h) 
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Tabelle 34: Beschreibung der Verfahrensschritte des Peressigsäureaufschlusses (in Anlehnung an: Skript 
„Praktikum für Holztechniker“ (o.J.), S. 3) 
Verfahrensschritt Beschreibung 
Trennung/Waschung • Zugabe von 100ml entionisiertem Wasser in 250ml-Rundkolben(über Rück-
flusskühler)  
• Abnutschen des Feststoffes über G2-Fritte (Porenweite = 40-100µm) mit 
bekannter Nettomasse mG2,netto 
• Waschen der Holocellulose mit entionisiertem Wasser auf Säurefreiheit 
Trocknung (und Masse-
bestimmung) 
• Trocknung der Holocellulose auf Massenkonstanz im Trockenschrank 
(105°C, über Nacht, Abkühlung im Exsikkator) 
• Ermittlung der absoluttrockenen G2-Bruttomasse mG2,netto mittels Analysen-
waage  




          
Abbildung 105: Verfahrensschema des Alkaliaufschlusses 
 
  




Tabelle 35: Beschreibung der Verfahrensschritte des Alkaliaufschlusses  
Verfahrensschritt Beschreibung 
Reaktion • Einwaage des Probenmaterials (mProbe (lutro) ≈ 1g) mit bekanntem Trocken-
substanzgehalt TSProbe und Überführung in 100ml-Rundkolben 
• Zugabe von 60ml 0,67molarer Natronlauge (50ml entionisiertes Wasser, 
50ml 4M NaOH) 
• Kochung am Rückflusskühler (2h) 
Trennung/Waschung • Abnutschen des Feststoffes über G2-Fritte (Porenweite = 40-100µm) mit 
bekannter Nettomasse mG2,netto 
• Waschen der Holocellulose mit entionisiertem Wasser auf Alkalifreiheit 
Trocknung (und Masse-
bestimmung) 
• Trocknung der Holocellulose auf Massenkonstanz im Trockenschrank 
(105°C, über Nacht, Abkühlung im Exsikkator) 
• Ermittlung der absoluttrockenen G2-Bruttomasse mG2,brutto mittels Analysen-
waage 
• Bestimmung des Gehaltes der alkaliaufgeschlossenen Probe nwA (Dreifach-
bestimmung): ./ A [%] = 100% · mG2,brutto [g] - mG2,netto [g]TSProbe [%]100%   · mProbe (lutro) [g] 
 
VI.2.2.5 Ergebnisse der nasschemischen Aufschlussmethoden 
 
Tabelle 36: Nasschemisch ermittelte Massenanteile der unterschiedlichen Aufschlussmethoden; angegeben als 


















Ah 49,8 +/- 2,2 65,7 +/- 9,4 27,6 +/- 3,2 - - 
Ap 45,6 +/- 3,5 70,0 +/- 3,0 22,3 +/- 4,2 - - 
Bi 52,1 +/- 4,2 76,4 +/- 12,5 20,8 +/- 4,4 - - 
Bu 42,8 +/- 2,1 67,4 +/- 12,5 24,0 +/- 3,5 - - 
Ei 42,4 +/- 2,4 60,3 +/- 3,0 27,4 +/- 3,8 - - 
Ei(K) 38,8 +/- 3,2 54,3 +/- 2,4 26,0 +/- 3,9 - - 
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Tabelle 36 (Forsetzung1): Nasschemisch ermittelte Massenanteile der unterschiedlichen Aufschlussmethoden; 


















Es 51,3 +/- 2,9 - 20,8 +/- 3,6 - - 
Hl 41,6 +/- 3,1 62,8 +/- 4,2 25,1 +/- 3,9 - - 
Pl 36,3 +/- 2,1 54,7 +/- 2,1 19,5 +/- 3,5 - - 
Ro 43,9 +/- 2,1 57,9 +/- 3,5 22,2 +/- 3,4 - - 
Re 37,9 +/- 3,9 53,7 +/- 5,9 19,3 +/- 3,5 - - 
Re(K) 39,1 +/- 5,4 52,6 +/- 9,4 18,2 +/- 3,4 - - 
Wn 40,6 +/- 1,9 59,3 +/- 3,3 23,0 +/- 3,2 - - 
Wn(K) 41,0 +/- 1,9 59,2 +/- 1,9 22,8 +/- 3,2 - - 
Nadelhölzer 
Eb 38,2 +/- 2,7 58,9 +/- 6,4 27,8 +/- 3,9 - - 
Fi 47,0 +/- 2,3 67,5 +/- 1,2 29,0 +/- 3,7 - - 
Kf 48,9 +/- 2,2 73,0 +/- 2,4 38,4 +/- 3,6 - - 
Kf(K) 49,8 +/- 1,9 70,2 +/- 0,9 36,2 +/- 3,7 - - 
Lä 42,8 +/- 2,3 74,9 +/- 1,2 23,2 +/- 3,4 - - 
Lä(K) 50,1 +/- 2,4 73,2 +/- 1,3 27,1 +/- 3,9 - - 
Einjahrespflanzen 
Ba 45,7 +/- 2,0 60,1 +/- 1,0 22,9 +/- 3,4 62,0 +/- 1,3 15,6 +/- 3,2 
Ch 52,8 +/- 3,2 82,2 +/- 1,8 24,5 +/- 4,1 62,3 +/- 1,0 14,2 +/- 3,3 
Fl 43,5 +/- 1,1 69,9 +/- 9,1 24,4 +/- 3,1 44,9 +/- 1,0 18,9 +/- 3,5 
Gr 41,2 +/- 1,5 72,8 +/- 1,6 16,8 +/- 3,8 44,2 +/- 1,0 7,3 +/- 3,3 
Gd 41,3 +/- 1,6 69,3 +/- 3,1 18,8 +/- 4,3 57,7 +/- 1,1 25,0 +/- 3,2 
 
  




Tabelle 36 (Forsetzung2): Nasschemisch ermittelte Massenanteile der unterschiedlichen Aufschlussmethoden; 


















Hf 38,7 +/- 2,8 81,0 +/- 2,4 18,0 +/- 4,6 34,6 +/- 1,6 4,3 +/- 3,5 
Hn 46,1 +/- 2,0 57,9 +/- 5,5 19,1 +/- 5,1 55,9 +/- 1,0 19,7 +/- 5,2 
Rg 45,4 +/- 1,8 74,6 +/- 2,1 19,9 +/- 4,7 48,4 +/- 1,0 6,8 +/- 3,2 
Wz 45,2 +/- 1,4 78,2 +/- 1,7 22,4 +/- 4,2 47,4 +/- 1,1 6,3 +/- 3,3 
Zc 26,0 +/- 1,1 - 8,5 +/- 4,8 29,0 +/- 0,5 27,4 +/- 6,5 
Nussschalen 
Er 37,7 +/- 3,8 56,5 +/- 1,0 49,3 +/- 3,6   
Hs 41,8 +/- 3,6 65,7 +/- 9,8 43,3 +/- 3,5   
Mn 37,0 +/- 1,8 68,4 +/- 1,8 35,8 +/- 3,6   
Pk 32,2 +/- 3,2 - 43,5 +/- 3,7   
Pz 41,3 +/- 1,9 75,7 +/- 2,0 15,3 +/- 3,2   
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VI.3 Bestimmung der Cellulosekristallinität am Beispiel der mik-
rokristallinen Cellulose MCC(1) 
 Weitwinkelröntgendiffraktometrie VI.3.1
VI.3.1.1 Diffraktogramm mit Kenngrößen 
 
Abbildung 106: Weitwinkelröntgendiffraktogramm der mikrokristallinen Cellulose MCC(1) mit dazugehöriger 
Blindmessung des Plastprobenträgers 
 
Tabelle 37: Reflexsignale mit Winkel 2Θ und Intensitäten WI 
 WIam WI18° WIcr WI22,5° 
2Θ [°] 18 18 22,5 22,5 
WI [a.u.] 160,1 110,1 355,6 103,2 
 
Tabelle 38: Reflexsignale mit Signalflächen WArea 
 WAreaam WAreacr1 WAreacr2 WAreacr3 
WArea [a.u.*°] 1546,3 196,6 478,3 40,6 
 
  










S = 100 · 
 IcrW  - I22,5°W   -  Iam W - I18,5°W  Icr W - I22,5°W   
 
Xcr W
S = 100 · 
355,6 - 103,2 - 160,1 - 110,1355,6 - 103,2  
W




A  = 100 · 
AreacrW
AreaamW  + AreacrW   
    [%] 
 
XcrW
A  = 100 · 
196,6 + 478,3 + 40,6
1546,3 + 196,6 + 478,3 + 40,6
 
W








VI.3.2.1 Spektrum mit Kenngrößen 
 
Abbildung 107: Festkörper-13C-NMR-Spektrum der mikrokristallinen Cellulose MCC(1) 
 
Tabelle 39: Festkörper-13C-NMR- Signale mit chemischen Verschiebungen δ und Signalflächen N












δ [ppm] 105,95 105,33 104,54 104,32 97,31 
N
C-1
I dδ [a.u.*ppm] 143773 47706 155786 155381 8278 
 
Tabelle 40: Festkörper-13C-NMR- Signale mit chemischen Verschiebungen δ und Signalflächen N








δ [ppm] 89,21 88,90 83,40 
I dδ [a.u.*ppm] 16782 275436 443660 
 
Tabelle 41: Festkörper-13C-NMR- Signale mit chemischen Verschiebungen δ und Signalflächen N










δ [ppm] 65,54 65,15 62,90 62,82 
I dδ [a.u.*ppm] 251150 19456 48360 380937 
  









cr = 100 · 




cr = 100 · 
143773 + 47706 + 155786
143773 + 47706 + 155786 + 155381 + 8278
 
N




cr = 100 · 
16782 + 275436
16782 + 275436 + 443660
 
N




cr = 100 · 
251150 + 19456
251150 + 19456 + 48360 + 380937
 
N
C-6Xcr = 38,7% 
 




α = 100 · 




α = 100 · 
47706
143773 + 47706 + 155786 + 155381 + 8278
 
N






C-1  = 100 · 






C-1  = 100 · 
47706
143773 + 47706 
 
N
C-1Xα/ NC-1Xcr = 13,7%  
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 Kalibriersystem für die Ramanspektroskopie VI.3.3
VI.3.3.1 Cellulosekristallinitätsindices iXcr 
 












iXcr [%] 80,2 46,3 68,0 39,7 38,7 
 
VI.3.3.2 Bestimmung des Cellulosekristallinitätsindex RXcr 
 
XcrR  = 
Xcr + W




      
 
XcrR  = 
46,3 + 39,7 + 38,7
3
 
RXcr = 41,5% 
 
VI.3.3.3 Bestimmung der Cellulosegittermodifikationen RXα und 
RXβ 
 
XαR = 78,6 · 10-3 · XcrR 2     
XβR  = XcrR - 78,6 · 10-3 · XcrR 2     
 
XαR = 78,6 · 10-3 · 41,52 
RXα = 10,7% 
 
XβR  = 41,5 - 78,6 · 10-3 · 41,52 
RXβ = 30,9% 
  





VI.3.4.1 Spektrum mit Kenngrößen 
 
 
Abbildung 108: FT-Ramanspektrum der mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) 
 
















RI [a.u.] 0,106 0,242 0,125 0,204 0,253 0,037 0,108 
ν [cm-1] - - - 1121,20 1096,45 - - 
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VI.3.4.2 Bestimmung der Cellulosekristallinitätsindices RXcr und 
RXβ 
 
Xcr  R =  IR1096 / IR1380  - 1,50280,0146      
 




RXcr = 35,8% 
 
Xcr  R =  IR1096 / IR1120  - 1,06030,0146      
 




RXcr = 36,0% 
 
Xβ  R =  IR380 / IR1380  - 0,11720,0204      
 




RXβ = 36,6% 
 
Xβ  R =  IR380 / IR1120  - 0,09630,0117  
 
Xβ  R = 0,037/0,204 - 0,09630,0117  
RXβ = 36,9% 
 
  





Xcr  R = 
 IR2940 / IR2896  - 0,5778
- 0,0034
     
 




RXcr = 40,8% 
 
Xcr  R = 
 IR897 / IR1380  - 0,6484
- 0,0075
     
 




RXcr = 47,3% 
 
Xcr  R = 
 IR897 / IR1120  - 0,4380
- 0,0054
     
 




RXcr = 47,4% 
 




897  · 4,5  - 0,3143
0,0069
    
 
Xcr  R = 
 0,2530,253 + 0,037 · 4,5  - 0,3143
0,0069
 
RXcr = 41,8% 
 
  








897  · 2,64  - 0,0813
0,0092
     
 
Xcr  R = 
 0,1080,108 + 0,037 · 2,64  - 0,0813
0,0092
 
RXcr = 48,3% 
 
Xcr  R = 
νR1120  - 1118,2
0,0832
     
 




RXcr = 36,0% 
 
Xcr  R = 
νR1096  - 1095,3
0,0376
     
 




RXcr = 30,6% 
 
  




 Konvokale Ramanmikroskopie VI.3.5




Abbildung 109: Senterra-Ramanspektrum der mikrokristallinen Cellulosen MCC(1) 
 






RISenterra [a.u.] 0,108 0,066 
 
VI.3.5.2 Bestimmung des Cellulosekristallinitätsindex RXcr 
 
Xcr  R = 




Xcr  R = 0,066/0,108 + 0,08120,018  
RXcr = 38,5% 
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VI.4 Bestimmung des Minorstrukturanteils wMinor und des Peak-
flächenanteils RwHZA der Ligninmodellsubstanzen am Bei-





Abbildung 110: FT-Ramanspektrum der p-Cumarsäure/MCC(2)-Mischung (wLM = 8,3%) 
 
Tabelle 45: Ramansignale mit Wellenzahlen ν und Intensität R1380I sowie Peakflächen RA mit deren Kenngrößen 
Peakhöhe I, Peakhalbwertsbreite Γ und Gauß/Lorentz-Zusammensetzung 










A 1637,3 0,118 17,5 0 100 3,233 
R
1600
A 1607,2 0,439 10,0 87 13 4,941 
R
1595
A 1593,9 0,061 15,2 100 0 0,982 
R
pCS
A 1172,3 0,114 8,8 81 19 1,163 
R
1380
I 1380 0,017 - - - - 
  


















 ARHZA + AR1600 + AR1595  
IR






8,3  · 3,233 + 4,941 + 0,982 0,017  - 3  - 0,2188
0,0213
 
wMinor = 104,0% ≈ 100% 
 
VI.4.1.3 Bestimmung des Peakflächenanteils RwHZA 
 
wR HZA = 100 · ARHZA ARLignin  = 100 · ARHZAARHZA + AR1600 + AR1595  
 
wR HZA = 100 · ARHZA ARLignin  = 100 · 3,2333,233 + 4,941 + 0,982  
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 Konvokale Ramanspektroskopie VI.4.2
VI.4.2.1 Spektrum 
 
Abbildung 111: Konvokales Ramanspektrum der p-Cumarsäure/MCC(2)-Mischung (wLM = 8,3%) 
 
Tabelle 46: Intensität R
1380ISenterra des Ramansignals bei 1380cm











ASenterra - 4,026 
R
1380






















8,3  · 4,026 0,006  - 3  - 0,2188
0,0213
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VI.5 Bestimmung des Acetylgehaltes von Celluloseacetat 
 FT-Ramanspektroskopie VI.5.1
VI.5.1.1 Spektrum des Celluloseacetats 
 
 
Abbildung 112: FT-Ramanspektrum des Celluloseacetats (wAc = 10,2%) 
 






RI [a.u.] 0,066 0,215 
 













wMinor = 8,1% ≈ 10,2% 
  




VI.6 Bestimmung der Gehalte des Lignins und der Hemicellulo-
sen sowie Charakterisierung des Lignins am Beispiel des 
Pflanzenmaterials des Flachs 
 FT-Ramanspektren VI.6.1
 
Abbildung 113: FT-Ramanspektren der Flachsstängelproben der Originalsubstanz (Fl_o), der Poljak-
Holocellulose (Fl_hc), der Kürschner/Hoffer-Cellulose (Fl_o) und des Alkaliextraktes (Fl_a) 
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Tabelle 48: Ramansignale der Originalprobe (Fl_o) mit Wellenzahlen ν und Intensitäten RI sowie Peakflächen 
RA mit deren Kenngrößen Peakhöhe I, Peakhalbwertsbreite Γ und Gauß/Lorentz-Zusammensetzung 










A 1660,5 0,056 18,4 19 81 1,510 
R
HZA
A 1626,5 0,074 21,6 100 0 1,690 
R
1600
A 1603,0 0,236 23,5 100 0 5,911 
R
1595
A 1589,8 0,090 26,1 91 9 2,597 
R
S
A 1337,7 0,025 16,4 63 37 0,511 
R
G
A 1270,2 0,027 17,8 51 49 0,611 
R
pCS
A 1174,9 0,002 5,8 59 41 0,018 
R
2940
I∆ 2940 0,078 - - - - 
R
2894
I 2894 0,212 - - - - 
R
1380
I 1380 0,065 - - - - 
 
Tabelle 49: Ramansignale der Poljak-Holocelluloseprobe (Fl_hc) mit Wellenzahlen ν und Intensitäten RI sowie 
Peakflächen RA mit deren Kenngrößen Peakhöhe I, Peakhalbwertsbreite Γ und Gauß/Lorentz-Zusammensetzung 










A 1606,5 0,060 17,4 56 44 1,339 
R
1595
A 1594,4 0,017 23,0 49 51 0,528 
R
1380
I 1380 0,153 - - - - 
 
Tabelle 50: Ramansignale der alkaliextrahierten Probe (Fl_a) mit Wellenzahlen ν und Intensitäten RI sowie 
Peakflächen RA mit deren Kenngrößen Peakhöhe I, Peakhalbwertsbreite Γ und Gauß/Lorentz-Zusammensetzung 










A 1660,2 0,032 18,2 65 35 0,726 
R
1600
A 1605,5 0,206 21,3 88 12 4,943 
R
1595
A 1589,4 0,090 29,8 54 46 3,472 
R
1560
A 1560,9 0,056 15,6 100 0 0,929 
R
1380
I 1380 0,117 - - - - 
  




 Berechnungen für die Originalprobe Fl_o VI.6.2
VI.6.2.1 Ligningehalt 
 




1660 2  ARHZA 2 AR1600 2 AR1595  
 
wR HZA= 100 · 
1,690
1,510 + 1,690 + 5,911 + 2,597 






1380  - 3
0,2465+ 0,0161 · wR HZA
 = 

 AR1660 2  ARHZA 2 AR1600 2 AR1595
IR
1380  - 3
0,2465+ 0,0161 · wR HZA
 
 
wn L = 
1,510 + 1,690 + 5,911 + 2,5970,065  - 3
0,2465 + 0,0161 · 14,4  




S G⁄  =  1
0,8951
 ·  ARS
AR
G  - 0,4837 




 - 0,4837 
S/G = 0,39 
 
  





wH(1)R   =  
 A∆R2940
AR








RwH(1) = 38,4% 
 
VI.6.2.4 Berechnung des Restligningehaltes der Poljak-
Holocellulose Fl_hc 
 




1380  - 3
0,2465+ 0,0161 · wR HZA
  
 
wR L(hc) = 
1,339  + 0,5280,153  - 3
0,2465 + 0,0161 · 0  
RwL(hc) = 2,0% 
 





 AR1660 2 AR1600 2 AR1595 2  AR1560
IR
1380  - 3
0,2465+ 0,0161 · wR HZA
 
 




wR L(a) = 
0,726 + 4,943 + 3,472 + 0,9290,117  - 3
0,2465 + 0,0161 · 0  
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VI.7 Bestimmung der Cellulosekristallinität, des Mikrofibrillen-
winkels sowie des Ligningehaltes am Beispiel des Messpunk-
tes Extract.599 des eingebetteten Flachsquerschnittes 
 Konvokales Ramandifferenzspektrum VI.7.1
 
 
Abbildung 114: Senterra-Ramandifferenzspektrum desMesspunktes Extract.599 
 
Tabelle 51: Ramansignale der Originalprobe (Fl_o) mit Wellenzahlen ν und Intensitäten RI sowie Peakflächen 
RA mit deren Kenngrößen Peakhöhe I, Peakhalbwertsbreite Γ und Gauß/Lorentz-Zusammensetzung 










ASenterra 1668,9 0,170 14,1 100 0 2,55 
R
1660
ASenterra 1658,7 0,541 16,1 100 0 9,26 
R
HZA
ASenterra 1622,6 0,470 11,1 100 0 5,53 
R
1600
ASenterra 1601,6 1,544 21,0 100 0 34,45 
R
1595
ASenterra 1589,7 0,317 23,1 100 0 7,82 
R
1380
ISenterra 1380 0,280 - - - - 
R
1120
ISenterra 1120 0,555 - - - - 
R
1096
ISenterra 1096 0,409 - - - - 
R
380
ISenterra 380 0,325 - - - - 
  




 Bestimmung des Cellulosekristallinitätsindex VI.7.2
 
Xcr  R = 




Xcr  R = 0,325/0,555 + 0,08120,018  
RXcr = 37,0% 
 
 Bestimmung des Mikrofibrillenwinkels VI.7.3
 
αMFWR  ~ arccos  ISenterraR1096 ISenterraR1120,  - 0,110,89  0,25 
 
αMFWR  ~ arccos 0,409 0,555⁄  - 0,110,89  0,25 
RαMFW ~ 23,6% 
 
 Bestimmung des Ligningehaltes VI.7.4
 
wR HZA= 100 · 
3SenterraRHZA3SenterraR1665 2 3SenterraR1660 2  3SenterraRHZA 2 3SenterraR1600 2 3SenterraR1595  
 
wR HZA= 100 · 
5,53
2,55 + 9,26 + 5,53 + 34,45 + 7,82 
RwHZA = 9,3% 
 
  














 3SenterraR1665 2 3SenterraR1660 2  3SenterraRHZA 2 3SenterraR1600 2 3SenterraR1595
ISenterraR





2,55+ 9,26+ 5,53+34,45+7,820,280  - 3
0,2465+0,0161 ·9,3
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